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Les puces sont des insectes aptères dont le corps aplati latéralement mesure entre 1.5 et 4 mm 
de long. La troisième paire de pattes est adaptée au saut et les pièces buccales sont de type 
piqueur. À l’état imaginal, les puces mâles et femelles sont hématophages stricts parasitant les 
mammifères ou les oiseaux. Certaines espèces sont des parasites permanents et passent leur 
vie adulte sur leur hôte. D’autres sont des parasites temporaires et sont trouvés dans les nids 
ou les litières, ne parasitant leur hôte qu’au moment du repas. Les puces appartiennent à 
l’ordre des Siphonaptères qui compte actuellement 15 familles, 238 genres et plus de 2380 
espèces. Elles sont présentes dans le monde entier y compris l’Antarctique (Beaucournu et 
Launay, 1990 ; Beaucournu et Ménier, 1998). 
Les puces ayant une importance médicale et vétérinaire appartiennent aux familles des 
Pulicidae, comprenant les genres Pulex, Ctenocephalides, Spilopsyllus, Echidnophaga, 
Archaeopsylla, Tunga et Xenospylla ou des Ceratophyllidae, comprenant les genres 
Ceratophyllus et Nosopsyllus. Certaines espèces sont vectrices de maladies graves comme la 
peste bubonique, le typhus murin ou encore la maladie des griffes du chat (Bacot et Martin, 
1914 ; Chomel et al., 1996 ; Eisen et Gage, 2012). Le genre Ctenocephalides Stiles et Collins, 
1930 présente un intérêt médico-vétérinaire particulier, notamment en ce qui concerne les 
espèces synantropes, c’est-à-dire vivant dans l’environnement de l’homme, comme 
Ctenocephalides felis (Bouché, 1835) et Ctenocephalides canis (Curtis, 1826) (Ménier et 
Beaucournu, 1998). Ce sont les espèces de puces les plus largement retrouvées sur les 
carnivores domestiques à travers le monde (Dobler et Pfeffer, 2011 ; Traversa, 2013). Elles 
causent des désagréments importants aux animaux et à leur propriétaire par leurs piqûres, et 
elles sont responsables de troubles dermatologiques importants chez les animaux, comme la 
Dermatite Allergique par Piqûre de Puce (DAPP). Les troubles causés par les puces 
représentent plus de 50 % des pathologies rencontrées en dermatologie vétérinaire, et une des 
principales causes de consultation chez un vétérinaire (Guaguère et Prélaud, 2005). Ainsi, le 
contrôle des puces est indispensable, et les dépenses annuelles consacrées aux produits anti-
puces ont été estimées à plus de 1 billion de dollars aux États-Unis (Krämer et Mencke ; 
2001). A lui seul, le marché des produits des antiparasitaires externes a été estimé à plus de 
3,7 billions d’euros, soit 30% du marché des produis pour animaux de compagnie (Krämer et 
Mencke, 2001). La lutte contre les puces des carnivores domestiques représente donc une 
importance économique notable exploitée par de nombreux industriels.  
Outre les nuisances qu’elles provoquent, les puces C. felis et C. canis ont un rôle pathogène 
indirect : elles sont hôtes intermédiaires d’un cestode Dipylidium caninum (Gueman, 1984) et 
d’une filaire Acanthocheilonema reconditum (Pennington et Phelps, 1969), tous deux 
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zoonotiques (Hyunh et al., 2001 ; Adam et al., 2012). Elles sont des vecteurs reconnus de 
bactéries zoonotiques comme Rickettsia felis (Wedicamp et Foil, 2002), agent de la rickettiose 
boutonneuse à puces, et secondairement de Rickettsia typhi (Nogueras et al., 2013a), agent du 
typhus murin. Ctenocephalides felis est le vecteur principal de Bartonella henselae (Chomel 
et al., 1996), agent de zoonose responsable chez l’homme de la Maladie des Griffes du Chat 
(MGC). La MGC a été décrite pour la première fois en France par Debré et al. (1950) il y a 
plus de 60 ans. L’identification de l’agent étiologique a été plus tardive et n’est survenue que 
40 ans plus tard (Regnery et al., 1992). Cette maladie est aujourd’hui décrite dans le monde 
entier. Plus de 24 000 cas sont dénombrés chaque année aux États-Unis, dont 10 % 
nécessitent une hospitalisation. Le coût annuel des soins est estimé à plus de 12 millions de 
dollars (Jackson et al., 1993 ; Skerget al., 2003). L’incidence annuelle de cette maladie est 
estimée respectivement à 10 000 cas par an au Japon, et à 2 000 cas (soit 12,5 cas pour 
100 000 personnes) aux Pays-Bas (Bergmans et al., 1997 ; Murakami et al., 2002). Plus 
généralement, des milliers de cas sont rapportés annuellement en Europe (Boulouis et al., 
2005)  
 
Notre travail de thèse divisé en quatre chapitres est représenté schématiquement par la 
Figure 1.  
 
Figure 1. Représentation schématique des interactions possibles entre les différents acteurs 
étudiés dans notre thèse et les deux axes de recherches choisis. 
 
Ctenocephalides spp 
Vecteur 
Bartonella spp 
Agent pathogène 
Chat 
Hôte mammifère réservoir 
AXE 1 AXE 2 
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Nous avons développé des travaux originaux uniquement autour de l’Axe 1, soit les 
interactions entre le vecteur et la bactérie, et de l’Axe 2, soit le contrôle des infestations de 
puces chez le chat. En effet, les chats sont les principaux réservoirs de B. henselae et la 
transmission entre chats se fait essentiellement par les puces. Les déjections de puces 
contaminées présentes sur les griffes seraient inoculées à l’homme lors de griffure. A l’heure 
actuelle, il n’existe aucun vaccin contre B. henselae et le contrôle des puces est la seule 
mesure de prévention connue de la transmission de cette bactérie entre chats et du chat à 
l’homme. 
Le premier chapitre est essentiellement une synthèse bibliographique des connaissances 
actuelles concernant la morphologie, la biologie et l’importance médicale de C. felis et C. 
canis. Notre apport à la biologie est une étude sur la transmission de puces entre chats vivant 
en collectivité (Article I). 
Le deuxième chapitre rapporte les espèces de Bartonella identifiées à ce jour chez C. felis et 
C. canis, ainsi que les principales manifestations cliniques dont elles sont responsables chez le 
chat, le chien et l’homme. 
Le troisième chapitre (Axe 1) est consacré à nos travaux réalisés sur C. felis en tant que 
vecteur de différentes espèces de Bartonella spp., dont certaines comme B. birtlesii ou B. 
tribocorum, n’ont jamais été détectées chez cette espèce de puce ou une seule fois telle que B. 
quintana (Rolain et al., 2003). Un système de gorgement artificiel sur membrane nous a 
permis d’obtenir des puces sélectivement contaminées par ces différentes espèces de 
bartonelles dont B. henselae, et d’en étudier les capacités de persistance dans C. felis et dans 
ses déjections les jours suivant la contamination. Les possibilités de transmission verticale et 
horizontale  ont également été étudiées (Articles II et III). 
La lutte contre les puces est l’objet de notre quatrième et dernier chapitre (Axe 2). Nous y 
présentons le déroulement de plusieurs tests insecticides destinés à évaluer l’efficacité de 
différentes formulations contre C. felis ou C. canis (Articles IV à VII). Nous proposons un 
protocole original adapté à l’évaluation de l’efficacité de produits antiparasitaires dans la 
prophylaxie de Bartonella spp. chez le chat (Article VIII, en préparation). 
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Ctenocephalides felis et Ctenocephalides canis.  
 
Morphologie, Biologie, Rôles pathogènes 
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Dans ce chapitre, nous rapportons les données bibliographiques concernant la morphologie, la 
biologie et l’importance médicale de deux espèces de puces les plus fréquemment rencontrées 
chez les carnivores domestiques : Ctenocephalides felis et Ctenocephalides canis. Les 
descriptions morphologiques et biologiques soulignent les principales différences entre ces 
deux espèces. 
1. Position systématique (Beaucournu et Launay, 1990 ; Beaucournu et Ménier, 1998)  
Embranchement : Arthropoda  
Classe : Insecta 
- Arthropode antennifère, mandibulate, corps divisé en 3 parties : tête, thorax et 
abdomen. 
- Trois paires de pattes. 
- Respiration trachéenne. 
Ordre : Siphonaptère 
- Insecte holométabole aptères, de petite taille (1-8 mm) à corps comprimé latéralement. 
- Appareil buccal piqueur et pattes postérieures adaptées au saut. 
Super-Famille : Pulicoidea 
- Un seul épaississement sur la coxa II. 
- Pas de pseudosetae (soie non implantée dans une cupule sensorielle) sous le collier du 
mesonotum. 
- Metanotum et tergites abdominaux sans épines ou spicules marginales. 
- Stigmates circulaires. 
- Tergites abdominaux II-VII avec au plus une rangée de soies. 
- Sensilium généralement avec 8 ou 14 trichobothries de chaque côté. 
- Tibia III sans saillie apicale. 
Famille : Pulicidae 
- Face interne des coxae III avec courtes soies épineuses. 
- Sensilium avec, en général, 14 trichobothries de chaque côté. 
Sous-famille : Archaepsyllinae 
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- Massue antennaire asymétrique : les segments de la base sont en partie soudés, le 
premier étant le plus foliacé. 
- Épaississement pleural du mésothorax présent. 
- Suture inter-antennaire ou falx bien sclérifiée. 
- Vestiges d’une cténidie génale et/ou prothoracique. 
Genre : Ctenocephalides Stiles et Collins, 1930 
- Cténidie génale de 6 à 8 épines bien développées (quelquefois 1 à 3 épines seulement, 
mais placées près de l’angle oral). 
- Cténidie prothoracique de plus de 12 épines 
Ménier et Beaucournu (1998) précisent dans leur mise au point sur le genre Ctenocephalides 
qu’il regroupe actuellement 14 taxa. C. orientis et C. damarensis retrouvées respectivement 
en Asie et en Afrique, ont souvent été décrites comme sous-espèces du complexe Felis. 
Cependant, cette classification a été réfutée par certains auteurs (Vobis et al., 2004), et C. 
orientis et C. damarensis possèdent désormais le statut d’espèces. L’espèce Ctenocephalides 
felis (Bouché, 1835), d’origine africaine aurait été importée en Europe par les croisés, puis se 
serait répandue dans le monde via les migrations humaines (Beaucournu et Launay, 1990). 
Elle regroupe deux sous-espèces : Ctenocephalides felis strongylus (Jordan, 1925) présentes 
essentiellement en Afrique, et Ctenocephalides felis felis (Bouché, 1835), cosmopolite et 
principale sous-espèce présente en Europe (Beaucournu et Meunier, 1998).   
Ce travail concerne la sous-espèce C. felis felis (que nous nommerons C. felis dans la suite du 
document) et l’espèce Ctenocephalides canis (Curtis, 1826) fréquemment rencontrées en 
Europe. 
2. Morphologie des adultes des deux espèces  
C. felis et C. canis sont des insectes de couleur brun orangé à foncé. Leur corps comprimé 
latéralement et les épines du tégument inclinées d’avant en arrière facilitent leur déplacement 
dans le pelage de l’hôte (Beaucournu et Launay, 1990). L’adulte est constitué comme tous les 
insectes d’une tête, d’un thorax et d’un abdomen. La tête comporte les pièces buccales de type 
piqueur et une paire d’antennes courtes constituées de 3 segments. Le thorax dépourvu d’aile 
porte 3 paires de pattes, la troisième étant très développée et adaptée au saut (Figures 2 et 3). 
Les performances pour le saut présentent quelques différences entre les deux espèces. La 
longueur moyenne de saut est de 19,9 ± 9,07 cm pour C. felis et de 30,4 ± 9,1 cm pour C. 
11 
 
canis. La hauteur moyenne de saut est de 13,2 cm pour C. felis et de 15,5 cm pour C. canis 
(Cadiergues et al., 2000c). 
 
La forme de la capsule céphalique constitue un des critères de diagnose entre C. canis et C. 
felis. Elle est très arrondie chez C. canis et allongée chez C. felis. Les mâles des deux espèces 
ont une courbure céphalique plus arrondie que les femelles (Figure 4), rendant parfois la 
diagnose d’espèce difficile entre mâles C. felis et C. canis lorsqu’elle est effectuée sur ce seul 
critère. C. felis strongylus présente également un front très arrondi, ce qui a été à l’origine de 
nombreuses confusions avec C. canis en Afrique où cette dernière espèce a probablement été 
sur identifiée (Beaucournu et Ménier, 1998).  
Certains critères de diagnose doivent être utilisés avec précaution pour différencier C. felis et 
C. canis. En effet, dans une étude menée en Espagne, en Afrique du Sud, au Brésil et en Iran, 
les auteurs ont distingué quatre populations différentes de C. felis en se basant sur des critères 
morphologiques. Parmi ces populations, deux d’entre elles présentaient des caractéristiques de 
C. canis comme trois soies sur le métépisternum (Linardi et Santos, 2013 ; Marrugal et al., 
2013). Dans une autre étude menée en France, en Italie et au Vietnam certaines populations de 
C. canis présentaient quant à elles deux ou quatre soies sur le métépisternum. Ainsi, la 
chétotaxie du métépisternum n’est pas reconnue comme un critère de diagnose fiable par ces 
auteurs. Il est donc conseillé d’utiliser tous les critères de diagnose connus pour différencier 
ces deux espèces.  
Peu d’études moléculaires ont été menées pour différencier ces espèces. La comparaison des 
régions ITS1 et ITS2 (Internal Transcribed Spacer) ont montré 100 % d’homologie entre des 
populations de puces C. felis prélevées dans différentes zones géographiques (Allemagne, 
Australie, Afrique du Sud) (Vobis et al., 2004), ainsi que parmi des populations 
morphologiquement différentes. De même, une importante variabilité interspécifique a été 
mis en évidence entre C. felis et C. canis (Marrugal et al., 2013). L’étude des séquences ITS 
constitue donc un outil efficace pour comparer ces deux espèces.  
 
Les principaux critères de diagnose sont présentés dans la Figure 4. 
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Figure 2. Ctenocephalides felis adulte (photographies originales) 
(A) C. felis femelle (2.5 à 3.2 mm de long), (B) C. felis mâle (1.5 à 2.3 mm). 
 
 
 
 
 
Figure 3. Ctenocephalides canis adulte (photographies originales) 
(A) C. canis femelle (2 à 5 mm de long), (B) C. canis mâle (2 à 3 mm de long). 
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Morphologie C. felis C. canis 
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Figure 4. Principaux critères de diagnose entre C. felis et C. canis (photographies originales) 
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3. Le cycle biologique 
C. canis et C. felis sont, comme toutes les puces, des insectes holométaboles qui 
accomplissent leur cycle de l’œuf à l’adulte via trois stades larvaires et un stade nymphal 
(Figure 5). Les larves ont une morphologie et un mode de vie très différents de l’adulte.  
Les adultes représentent seulement 5 % de la population d’un foyer et sont principalement 
retrouvés sur les hôtes ; l’environnement est essentiellement contaminé par les stades 
immatures : les œufs, les larves et les cocons contenant les puces adultes non-émergées. Les 
études comparées de la durée des cycles biologiques de C. felis et C. canis réalisés en 
laboratoire à 19 et 27 °C n’ont pas mis en évidence de différences significatives entre les deux 
espèces (Cadiergues, 2000a). La durée minimale de leur cycle est de 14 jours à 27 °C. Au sein 
d’un foyer, le cycle peut se dérouler en moyenne en trois à cinq semaines en fonction des 
conditions de température et d’humidité (Dryden et Rust, 1994). En l’absence de stimulation 
des cocons, le cycle peut durer jusqu’à six mois. 
L’accouplement a lieu une fois le premier repas sanguin effectué et la ponte débute entre 24-
48 h après ce dernier (Zakson-Aiken et al., 1996). Elle se poursuit jusqu’à la disparition des 
puces du pelage. Une femelle émet en moyenne entre 20 et 30 œufs par jour. Chez les espèces 
sédentaires comme C. felis et C. canis, l’accouplement et la ponte ont toujours lieu sur l’hôte 
(Dryden et Rust, 1994). 
3.1. Les oeufs   
Ils sont ovoïdes et de couleur blanchâtre. Les œufs de C. canis sont significativement plus 
longs et plus larges que ceux de C. felis : ils mesurent en moyenne 570,3 ± 27,6 µm de long et 
364 ± 18,0 µm de large. Ceux de C. felis mesurent en moyenne 506,3 µm ± 24,0 de long et 
333.2 ± 18,2 µm de large (Cadiergues, 2000a). Le chorion de l’œuf est relativement humide et 
prévient la chute immédiate du pelage ; mais il sèche rapidement et en deux heures, 
approximativement 60 % des œufs tombent dans l’environnement (Rust, 1992). Ils sont donc 
disséminés au gré des déplacements de l’hôte, et sont plus nombreux sur les lieux de 
couchage de l’animal infesté. L’éclosion peut avoir lieu en un à six jours, en fonction des 
conditions de température et d’humidité. 
À 27 °C, les premières larves apparaissent en un jour pour C. felis et en 2 jours pour C. canis. 
L’essentiel des éclosions a lieu au troisième jour pour les deux espèces. À 19 °C, l’éclosion 
est plus tardive. Les premières larves apparaissent au troisième jour pour C. felis et au 
quatrième jour pour C. canis. À cette température, l’essentiel des éclosions a lieu autour des 
15 
 
quatrième et cinquième jours pour les deux espèces. Elles peuvent se poursuivre jusqu’au 
septième jour pour C. felis et huitième jour pour C. canis (Cadiergues, 2000a). Une exposition 
de 24 h à 3 °C est fatale pour 65 % des œufs (Dryden et Rust, 1994). 
3.2. Les larves   
À l’éclosion, elles sont allongées et de couleur claire, puis elles prennent rapidement une 
couleur sombre, liée à la présence de nourriture dans leur tube digestif. Elles sont apodes, 
dépourvues d’yeux et possèdent des pièces buccales de type broyeur. Elles fuient la lumière 
par mouvements de reptations, et ont tendance à se réfugier sous les plinthes, les meubles, les 
coussins, et à s’enfoncer entre les fibres de tapis ou de moquette. À l’extérieur, on les retrouve 
sous des feuilles, des branches… Elles cherchent à se protéger de la dessiccation à laquelle 
elles sont très sensibles. En effet, une humidité relative inférieure à 33 % leur est fatale 
(Silverman et al., 1981). Les larves mènent une vie libre et se nourrissent de matières 
organiques telles que des squames, des débris alimentaires et fécaux, ou des déjections de 
puces adultes riches en hémoglobine. C’est à ce stade que les larves de C. felis peuvent 
ingérer les embryophores d’un cestode du chien, Dipylidium caninum (Guzman, 1984). À la 
fin du troisième stade, les larves cessent de s’alimenter. Les trois stades larvaires ne diffèrent 
principalement que par leur taille : chez C. felis, la larve de premier stade mesure 0.5 à 1 mm 
de long, celle de deuxième stade 2 à 3 mm de long et celle de troisième stade environ 5 mm. 
La vie larvaire dure entre 10 et 20 jours (Franc, 1998a). 
3.3. Les nymphes  
Les larves de troisième stade (LIII) recherchent un lieu abrité pour y tisser leur cocon, une 
enveloppe mesurant entre 4 et 6 mm. Pour cela, elle file des fibres de soie produites par ses 
glandes salivaires ; cette toile soyeuse étant collante, des débris de l’environnement ou des 
grains de poussière s’y agglutinent les rendant difficilement visibles. Les cocons sont 
retrouvés sur le sol, dans la végétation, dans et sous les tapis, sous les meubles et sur les lieux 
de couchage des animaux. Dans le cocon, la larve se métamorphose en nymphe. Cette 
dernière présente une morphologie proche de celle de l’adulte : son corps est aplati 
latéralement, elle est pourvue de trois paires de pattes repliées contre le corps, les fémurs de la 
troisième paire de pattes sont très développés. La durée de ce stade varie de six à sept jours (à 
27 °C et 70-80% d’humidité) jusqu'à six mois, en cas de conditions climatiques défavorables 
ou en l’absence de stimulations. Une puce adulte peut rester quiescente dans le cocon jusqu’à 
140 jours à 11 °C et à 75 % d’humidité relative (Silverman et al., 1981). Le cocon semble 
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insensible aux insecticides. Il représente donc une forme de résistance qui doit être prise en 
compte lors de l’établissement d’un programme de lutte contre les puces. L’éclosion des 
imagos est essentiellement déclenchée par des trépidations, mais également par des variations 
de températures ou des dégagements de CO2 (Beaucournu et Launay, 1990). Des lieux 
faiblement fréquentés peuvent donc héberger des nymphes immobiles dans leur cocon 
pendant un temps relativement long.  
3.4. L’imago  
En conditions expérimentales, les femelles des deux espèces émergent à partir du 15ème jour à 
27 °C. Les mâles émergent à partir du 18ème jour pour C. felis et du 20ème jour pour C. canis. 
À 19 °C, l’émergence des femelles commence à partir du 26ème jour pour C. felis et du 30ème 
jour pour C. canis. À 19 °C, les premiers mâles C. felis éclosent à partir du 34ème jour et du 
37ème jour pour C. canis.  
Après émergence la recherche d’un hôte se fait activement. Plusieurs types de stimuli tels que 
la chaleur corporelle de l’hôte, les mouvements ou l’émission de dioxyde de carbone attirent 
l’imago. Une puce adulte nouvellement émergée peut survivre à jeun quelques jours dans 
l’environnement. La survie dépend alors des conditions de température et d’humidité. En 
conditions expérimentales, C. canis survit dans l’environnement significativement plus 
longtemps que C. felis. À jeun, le temps moyen de survie de 50 % de la population de C. canis 
est de 15,9 jours à 19 °C et de 9,0 jours à 27 °C. Dans les mêmes conditions, le temps moyen 
de survie de 50 % de la population de C. felis est de 11,7 jours à 19 °C et de 9,6 jours à 27 °C 
(Cadiergues, 2000a). Une fois gorgées, les puces survivent dans l’environnement 
significativement moins longtemps que lorsqu’elles sont à jeun. Un nouveau repas sanguin est 
alors nécessaire à leur survie (Hink et al., 1991 ; Dryden et Rust, 1994 ; Bitam et al., 2010). 
Une fois gorgées, le temps moyen de survie de 50 % de la population de puces C. canis dans 
l’environnement est de 7,9 jours à 19 °C et de 4,8 jours à 27 °C. Dans les mêmes conditions, 
le temps moyen de survie de 50 % de la population de C. felis est de 4,9 jours à 19 °C et de 
trois jours à 27 °C (Cadiergues, 2000a).  
La biologie de l’imago est développée dans le paragraphe suivant. 
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Figure 5. Cycle biologique de C.  felis et C. canis. 
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4. Biologie de l’imago 
4.1. Les hôtes et la survie sur l’hôte 
Ctenocephalides felis et Ctenocephalides canis sont sédentaires sur leurs hôtes. Le spectre 
d’hôtes de C. felis est plus large que celui de C. canis. 
4.1.1. Les hôtes et la survie sur l’hôte de C. felis 
C. felis est l’espèce prédominante retrouvée sur les carnivores domestiques (Franc et al., 
1998 b ; Durden et al., 2005 ; Beck et al., 2006 ; Bond et al., 2007). Sa spécificité d’hôte étant 
faible, elle peut être retrouvée sur d’autres animaux : petits ruminants, bovins, équins, porcins, 
primates, rongeurs, lagomorphes, volaille et également les opossums (El Bahrawy et al., 1993; 
Sorvillo et al., 1993 ; Pung et al., 1994 ; Ménier et al., 1997 ; Beaucournu et Ménier, 1998; 
Psaroulaki et al., 2006).  
Cette espèce de puce est plus inféodée à un microclimat qu’à un hôte. Ainsi tous les 
mammifères vivant dans le même biotope sont susceptibles d’être parasités par C. felis (Bitam 
et al., 2010). Les chiens et les chats non traités sont source d’infestation pour d’autres 
animaux domestiques vivant dans le même foyer comme les lapins et les furets de compagnie 
(Hutchinson et al., 2001 ; Wenzel et al., 2008). La contamination de l’environnement se fait 
essentiellement par les œufs pondus sur l’hôte qui tombent sur le sol puis évoluent en larves et 
en adultes. Ainsi dans un foyer, les animaux s’infestent surtout par les adultes nouvellement 
émergés. Une fois sur leur hôte, la durée de survie des puces est limitée par les activités de 
toilettage de ce dernier, en particulier chez le chat. Elle est en moyenne de trois à quatre 
semaines, mais peut atteindre 113 jours sur chats onychectomisés et portant des collerettes 
(Dryden, 1989). Elle est de six à huit jours sur chats infestés en conditions naturelles (Hinkle 
et al., 1998). Après sept jours passés sur chats, seulement 25 % des puces déposées dans le 
pelage sont retrouvées ; ce taux chute à 17 % au neuvième jour. Sur chien, 25 % des puces 
déposées dans le pelage sont retrouvées au bout de six jours (Franc, 1998a). 
La transmission directe entre individus est peu fréquente, et semble plus rare chez le chien 
que chez le chat (Franc et Cadiergues, 1997b). Chez ce dernier, il a été montré que jusqu’à 
15 % des puces pouvaient être transférées entre deux individus vivant ensemble. Les femelles 
changent d’hôte significativement moins que les mâles (Dryden et Rust, 1994 ; Rust, 1994). 
Ces résultats sont similaires avec ceux obtenus dans une étude récente dans laquelle nous 
nous sommes intéressés aux transferts directs de puces entre chats vivant en collectivité 
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(Article I). Pour cela six chats ont été infestés avec 100 puces et mis immédiatement en 
contact avec six chats non infestés. Le transfert de puces entre individus s’est effectué dans 
les 24 premières heures après infestation des chats donneurs : 1,2 % des puces ont été 
transférées au bout d’une heure, 6 % au bout de six heures, et 20 % au bout de 24 heures. Le 
taux de transfert augmente par la suite plus modérément et atteint 23 % en 48 heures. Dans 
une deuxième expérience, les six chats receveurs ont été mis en contact avec les chats 
donneurs qui avaient été préalablement infestés avec 100 puces 48 heures auparavant. 
Après 24 heures, 3,8 % des puces ont été retrouvées sur les chats receveurs dont 67 % étaient 
des mâles. Dans ces conditions, toutes les puces retrouvées sur les chats receveurs étaient 
gorgées, et la majorité des puces femelles retrouvées contenait des œufs. Les puces matures 
sont donc plus sédentaires que les puces non gorgées et nouvellement émergées. Dans cette 
étude, nous avons montré que les puces peuvent changer rapidement d’hôtes ce qui peut jouer 
un rôle dans l’introduction rapide de nouvelles populations de puces dans l’environnement de 
chats, et dans la transmission d’éléments pathogènes. Bradbury et Lappin (2010) ont montré 
en effet montré que des transferts de puces entre deux groupes de chats s’accompagnaient 
d’une transmission de pathogènes comme Bartonella henselae.  
Nos travaux sur les transferts de puces font l’objet de l’Article I présenté ci-après.  
Direct transmission of the cat flea (Ctenocephalides felis)
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Abstract – A study design was created to assess the potential for ﬂeas to infest cats directly from other cats. In the ﬁrst
experiment, six cats were infested with 100 ﬂeas each and then immediately put in contact with six ﬂea-free cats for
24 h. After removal of all ﬂeas the study was repeated and the contact between cats lasted 48 h. The total numbers of
ﬂeas recovered out of the 600 ﬂeas deposited on the 6 donor cats after each infestation were 499 and 486 at 24 h and
48 h respectively. At 1 h post-contact, ﬁve ﬂeas were found on the receiver cats, with three cats having one ﬂea and
one cat, two ﬂeas. The number of ﬂeas recovered on receiver cats increased towards the end of the study. At 24 h, 20%
of the ﬂeas were found on the receiver cats, and at 48 h, 23%. In a second experiment, the six ﬂea-free cats were put in
contact with the six donor cats which were each infested by 100 ﬂeas 48 h before. Fewer ﬂeas were found on the re-
ceiver cats (n = 15), representing 3.8% of all ﬂeas recovered (n = 403). All the observed ﬂeas had fed. The ﬂeas col-
lected on receiving cats comprised 10 males and 5 females, and 4 of the 5 females were engorged and contained eggs.
The ﬂeas collected on donor cats comprised 153 males and 235 females, they were all fed and all females contained
eggs. This experiment demonstrated that gravid female ﬂeas have a tendency to become permanently but not exclu-
sively parasitic. Nevertheless, a few can change their cat host in as little as 1 h, which may play a role in the rapid
introduction of a new ﬂea population into a cat environment.
Key words: Ctenocephalides felis felis, Cat, Infestation, Biology.
Re´sume´ – Transmission directe de la puce du chat (Ctenocephalides felis) entre chats ayant un comportement
social. Une e´tude a e´te´ conc¸ue pour e´valuer la capacite´ des puces a` infester directement des chats a` partir d’autres chats.
Dans un premier dispositif expe´rimental, six chats ont e´te´ infeste´s chacun par 100 puces et ont e´te´ mis imme´diatement
en contact avec 6 autres chats non infeste´s, pour une dure´e de 24 heures. Cette expe´rience a e´te´ renouvele´e a` l’identique
mais en gardant les chats ensemble pendant 48 heures. Le nombre total de puces re´cupe´re´es a` partir des 600 puces
de´pose´es a` l’origine sur les 6 chats donneurs a e´te´ de 499 a` 24 heures et 486 a` 48 heures. Une heure apre`s contact,
5 puces ont e´te´ trouve´es sur les chat receveurs, trois chats he´bergeant une puce et un chat deux puces. Le nombre
de puces re´cupe´re´es sur les chats receveurs a augmente´ tout au long de l’e´tude. A 24 heures, 20% des puces ont
e´te´ retrouve´es sur les chats receveurs, 23% a` 48 heures. Dans une deuxie`me expe´rience, les 6 chats receveurs ont
e´te´ mis en contact avec les chats donneurs qui avaient e´te´ pre´alablement infeste´s par 100 puces chacun, 48 heures
avant. Tre`s peu de puces ont e´te´ retrouve´es sur les chats receveurs (n = 15), repre´sentant 3,8% de la totalite´ des
puces collecte´es (n = 403). Toutes les puces s’e´taient nourries. Les puces collecte´es sur les chats receveurs
comprenaient 10 maˆles et 5 femelles, 4 des 5 femelles e´taient gorge´es et contenaient des œufs. Les puces collecte´es
sur les chats donneurs comprenaient 153 maˆles et 235 femelles, toutes les puces s’e´taient nourries et toutes les
femelles contenaient des oeufs. Cette e´tude a de´montre´ que les puces gravides ont tendance a` devenir des parasites
permanents mais non exclusifs. Ne´anmoins, certaines peuvent changer d’hoˆtes en un temps aussi bref qu’une heure,
ce qui peut jouer un roˆle dans l’introduction rapide de nouvelles populations de puces dans l’environnement de chats.
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Introduction
The cat ﬂea, Ctenocephalides felis felis (Bouche´, 1835)
(Siphonaptera, Pulicidae) [1], is the most prevalent ectoparasite
of cats in the world [8]. It is the cause of dermatological signs
including pruritus, squamoseness, hairloss and the appearance
of ﬂea allergy dermatitis in some pets [7]. The cat ﬂea is also
a vector of several pathogens including Bartonella henselae
and Rickettsia felis, and the intermediate host of the tapeworm
Dipylidium caninum [3]. It is acknowledged that the main
sources of cat ﬂeas for pets are the newly emerged ﬂeas present
in the environment (households, gardens) [9, 12]. The pet’s
environment contains pre-emerged ﬂeas in pupae. Following
emergence stimuli, the new ﬂeas hatch and need to ﬁnd their
host quickly. The females and males will take their ﬁrst blood
meal within 2 h and then 4–10 times per day. They mate during
the ﬁrst 24 h and the females will start to lay eggs within
24–48 h after having infested the host. They lay around 30 eggs
per day during 2 weeks and they live for 2–3 weeks. The eggs
fall off the host within 2–3 h. They hatch in a few days. Three
larval stages will evolve within 10–14 days if temperature and
humidity conditions are optimum and then ﬁnally form the
pupae. The pupae are the resistant stage in the environment,
they can survive for around 6 months waiting for a host [2,
7, 9]. It is accepted that the major source of new ﬂeas comes
from the emerging pupae present in the environment, neverthe-
less, taking into account the social contacts between cats, it can
be hypothesised that the direct transfer of mature gravid ﬂeas
from one cat to another may not be negligible and could lead
to the introduction of a new ﬂea population in a cat’s environ-
ment. This was ﬁrstly assessed by Rust in 1994 [10] on two cats
with preliminary results demonstrating the possibility of ﬂea
movements between cats. The aim of this study was to better
assess the rate of ﬂea transmission between cats living together
in an environment simulating natural behaviour, including feed-
ing, sleeping and playing.
Materials and methods
This study was conducted in compliance with Good Scien-
tiﬁc Practices in the Parasitology Contract Research Organiza-
tion Facility of Toulouse Veterinary Faculty, approved by the
French Agricultural Ministry and the European Medicinal
Agency (Agreement C3155511), under the supervision of Pro-
fessor Michel Franc (Agreement 31-08-555-04). Eighteen adult
cats (>6 months) originated from the facility were ﬁrst included
in the study. These cats were European shorthair cats purchased
from commercial research catteries (Charles River and Harlan
NL). They were born between April 2002 and November
2009. They were identiﬁed by the last four numbers of their
electronic microchip. All cats had a physical examination on
Day-14 to ensure a healthy status. A complete combing lasting
at least 7 min ensured that the cats were ﬂea-free prior to initi-
ation of the study.
On Day-14, the 18 cats were grouped in a 20 m2 room sim-
ulating a natural environment, including games and resting
areas in order to socialise them (Figure 1). The room was main-
tained under environmental controlled conditions: temperature
18–21 C, ambient air exchanged 14 times per hour, lighting
12 h light/12 h dark; humidity was not controlled.
Before the acclimation period, and before cats being intro-
duced in the experimental rooms, all rooms were vacuumed and
then cleaned out with hot water under pressure and hot steam.
A delay of 1 week was respected before the introduction of
cats. Then after the start of the study, the rooms were vacuumed
and cleaned with water and soap and the litter trays changed
every day.
On Day-10, all cats were infested with 100 Ctenocephalides
felis adult ﬂeas. The ﬂeas used were Ctenocephalides felis felis
belonging to the Toulouse Vet School laboratory strain. This
strain was obtained from a laboratory-reared colony originating
from a wild strain harvested from a cat and maintained on cats
under laboratory conditions since 1990. The morphology of the
ﬂeas is regularly checked and conﬁrmed to be Ctenocephalides
felis felis. They have also been checked via quantitative molec-
ular biology tools such as qPCR. DNA of C. felis is detected by
ampliﬁcation of a fragment of C. felis 18s rDNA derived from
an available partial sequence of C. felis 18S rDNA in GenBank
(Accession Number AF 136859).
The cats were observed carefully for 3 days to detect any
excessive groomers or cats whose social attitude changed when
they were infested with ﬂeas (likely cats developing Flea
Allergy Dermatitis), as well as any non-social cats.
On Day-7, all cats were ﬂea-combed and 6 cats were
removed, including the excessive groomers, non-social cats
and cats with the lowest ﬂea numbers. The 12 remaining cats
were selected for the study. They were ranked by pair and allo-
cated based on ﬂea counts into group 1 and 2. The sex, age and
hair length were not considered important for allocation
purposes.
Finally two groups of six cats were obtained. The cats were
not treated with ectoparasiticides or insect growth regulators
(either topical or systemic) within 3 months of the start of the
study.
Figure 1. Experimental cat room.
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Experiment 1 (Table 1)
The six cats in group 1 were each infested with 100 ﬂeas on
Day 0. The six cats in group 2 remained uninfested.
The cats in group 1 were placed in the experimental 20 m2
room with space, games, resting areas and food (Figure 1). The
six ﬂea-free cats were introduced 15 min later into the room.
The group 2 cats were combed at 1 h, 6 h and 24 h, their
ﬂeas removed, and then the cats were placed back into the
experimental room after each count. Twenty-four hours after
the start, the ﬂeas were also removed and counted from the cats
in group 1.
The experiment was duplicated a second time during the
same week. The room was cleaned and the cats were combed
in order to ensure a ﬂea-free status before the experiment
started. The group 1 cats were again infested with 100 ﬂeas
each. The group 2 cats were mixed with them and then assessed
for ﬂeas at 2 h, 12 h and 48 h afterwards.
Experiment 2 (Table 2)
In the ﬁrst experiment, the cats from group 1 were infested
and then put together with the ﬂea-free cats. Therefore the ﬂeas
were still young adult ﬂeas, most probably fed, but still not
gravid and not ready to lay eggs.
In the second experiment, the ﬂeas were left on the infested
cats for 48 h before introducing the six ﬂea-free cats from
group 2. Based on ﬂea biology, it could be assumed that the
female ﬂeas would be fed and gravid. The majority of ﬂeas
bites had occurred between 40 min and 1 h after infesting their
host [2, 9]. They reproduce during the ﬁrst 24 h and start to lay
eggs between 36 and 48 h after infestation [8].
The six cats from group 1 were infested with 100 ﬂeas
each on Day 0 while the six cats from group 2 remained unin-
fested. The group 1 cats were placed in the cleaned experi-
mental room, offered space, games, resting areas and food.
The six ﬂea-free cats from group 2 were introduced into the
room 48 h later.
The group 2 cats were checked for ﬂeas 1 h, 6 h and 24 h
after being introduced into the room. The ﬂeas from the group 1
cats were also removed at the latest time point. All the removed
ﬂeas were observed microscopically in lactophenol to identify
the sex (male versus female), feeding status (fed/unfed) and
presence or absence of eggs.
Statistical analysis was done using Chi-square test.
Results
Experiment 1
Two successive ﬂea infestations were done during the ﬁrst
week of the experiment to allow several time points to be used
(Table 3). The total numbers of ﬂeas recovered out of the 600
deposited on the six donor cats at each infestation were 499 and
486 at 24 h and 48 h respectively. This represents recovery
rates of 83.12% at 24 h and 81% at 48 h.
At 1 h, ﬁve ﬂeas were already found on the receiver cats,
three cats having one ﬂea and one cat having two ﬂeas.
The number of ﬂeas recovered from the receiver cats
increased towards the end of the study (Table 3).
Table 1. Schedule of the ﬁrst experiment.
Study Day Infestation Event
Day 0 Flea infestation Infest each cat from Group 1 with 100 (±5) C. felis ﬂeas
Put all cats (group 1 and group 2) in the room
+1 h Comb and remove ﬂeas from all group 2 cats, return the cats to the room
+6 h Comb and remove ﬂeas from all group 2 cats, return the cats to the room
+24 h (Day 1) Comb and remove ﬂeas from all cats (group 1 and 2), return the cats to the room
Day 2 (same week) Second ﬂea infestation Re-infest each cat from group 1 with 100 (±5) ﬂeas. Leave all cats in the room
+2 h Comb and remove ﬂeas from all group 2 cats, return the cats to the room
+12 h Comb and remove ﬂeas from all group 2 cats, return the cats to the room
+48 h (Day 6) Comb and remove ﬂeas from all cats (group 1 and 2)
Table 2. Schedule of the second experiment.
Study Day Event
Day 0 Infest each cat of Group 1 with 100 (±5) C. felis ﬂeas
Put the cats together in the large room
Day 2 (48 h) Introduce the six ‘‘receiver’’ ﬂea-free cats (Group 2)
+1 h Comb and remove ﬂeas from group 2 cats, return the cats to the room
Check the ﬂeas to determine the number of males/females, feeding status and if the females contain eggs
+6 h Comb and remove ﬂeas from group 2 cats, return the cats to the room
Look at the ﬂeas to determine the number of males/females, if they are engorged and if the female contains eggs
+24 h (Day 3) Comb and remove ﬂeas from all cats (group 1 and 2)
Look at the combed ﬂeas to determine the number of males/females, if they are engorged and if the females contain eggs
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At 2 h, all receiver cats were found to be ﬂea infested. The
difference in ﬂea counts was not signiﬁcantly different between
the counts done at 24 and 48 h (Chi-square test).
At 24 h, 20% of the ﬂeas were found on the receiver cats,
22.8% at 48 h, with a respective average of 16.7 and 18.5 ﬂeas
on receiver cats versus an average of 66.5 and 62.5 ﬂeas on the
donor cats at 24 h and 48 h.
Experiment 2
Out of the 600 ﬂeas deposited on six cats, 403 ﬂeas were
recovered 3 days after infestation (67.16%), 388 on the donor
cats and 15 on the naive cats. One hundred ﬂeas from the infest-
ing population were checked for sex ratio. The batch contained
58 females and 42 males, meaning a sex ratio F/M of 1.38.
Compared to experiment 1, a lower number of ﬂeas was
found on the receiver cats (n = 15) representing 3.7% of all
ﬂeas recovered (n = 405) (Table 4). All the observed ﬂeas
had fed. The collected ﬂeas comprised 10 males and 5 females,
and most interestingly four of the ﬁve females were engorged
and contained eggs. This demonstrated the capacity of mature
gravid ﬂeas to infest new cats in as little as 24 h. The sex ratio
in this group was 0.5.
Out of the 388 ﬂeas recovered from the infested cats (group
2), 153 were male and 235 were female (sex ratio F/M = 1.53).
All females were gravid.
The sex ratio in the originally infested cats was not signif-
icantly different at the time of infestation (1.58) and after 24 h
(1.53). On the other hand, there was a signiﬁcant difference at
24 h between the six donor cats (sex ratio = 1.53) and the six
receiver cats (sex ratio = 0.5) (p < 0.05) indicating that male
ﬂeas were more likely to change their host than females.
Discussion
Cats usually display social behaviour when living in the
same neighbourhood. They play and feed together, and of
course also have skin contact during sexual activity. The ﬁrst
experiment aimed to prove that ﬂeas could be transferred
quickly and in a non-negligible percentage between cats with
a similar lifestyle. These ﬂeas were fed but not mature female
ﬂeas.
We demonstrated in the ﬁrst experiment that within the ﬁrst
hour, ﬂeas had already moved from infested cats to ﬂea-free
cats. The percentage of ﬂeas having changed their host was
at least 20% after one day. We did not assess movement
between the infested cats, which could also have occurred.
The decrease in the speed of transfer after 24 h may be due
to several factors, including the increase of grooming behaviour
in the infested cats but also the maturation of the ﬂeas becoming
engorged and gravid. This ﬁrst experiment indicates that cats
that have recently been infested and have contact with others
facilitate the easy transfer of ﬂeas.
In the second experiment all ﬂeas matured on the infested
cats before the contact phase with ﬂea-free cats. The number
of recovered ﬂeas signiﬁcantly decreased in the second exper-
iment (403/600, 67.16%) compared to the ﬁrst one (83.12% at
24 h) (p < 0.05). This is probably due to an increase in the
grooming activity with time. A study conducted in 1998
showed that cats were able to groom and ingest up to
17.6% of their ﬂeas each day, leading to a lifespan of about
8 days for a ﬂea [8]. In our second experiment, the infestation
of the introduced ﬂea-free cats occurred as soon as 1 h after
contact but at a lower rate than in the ﬁrst experiment. It
can be hypothesised that mature ﬂeas have a greater tendency
to be sedentary and to remain permanent parasites. This trans-
fer of ﬂeas was indirectly demonstrated by Bradbury and
Lappin (2010) when studying the infections of cats by
Bartonella [4]. In their study, the Bartonella-infected cats
were placed in a cage and infested by ﬂeas. Another group
of cats was placed in a cage alongside. The cats could not
have any contact but the meshed walls and the bottom of
the cages allowed some passage for ﬂeas. At the end of the
trial, the naive cats were ﬂea-infested and Bartonella positive.
This design showed that ﬂeas were able to fall off their host,
Table 3. Results of ﬂea counts on cats in contact with cats infested by ﬂeas 15 min previously.
Groups First ﬂea infestation on donor
cats
Second ﬂea infestation on donor
cats
CAT ID No. of ﬂeas Donor cats 1 h 6 h 24 h 2 h 12 h 48 h
3996 100 D / / 78 / / 93
6533 100 D / / 57 / / 82
2823 100 D / / 84 / / 62
9165 100 D / / 65 / / 53
6532 100 D / / 55 / / 47
4117 100 D / / 60 / / 38
Sum / / 399 / / 375
Receiver cats 1 h 6 h 24 h 2 h 12 h 48 h
8261 R 2 5 15 4 5 14
7138 R 1 2 29 2 7 18
6502 R 1 4 21 3 5 20
4644 R 0 6 8 5 6 9
3812 R 0 0 1 2 6 10
6506 R 1 7 26 10 15 40
Sum 5 24 100 26 44 111
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to walk on the ﬂoor or through the mesh and pass into the
next cage. In a ﬁeld study conducted in Tampa, Florida,
Dryden et al. (2011) were able to collect fed ﬂeas and mature
female ﬂeas in ﬂea traps [5]. Thirty-four percent of the ﬂeas
found in traps were fed and 1.16% of those fed ﬂeas were
females containing eggs, demonstrating that mature ﬂeas can
be found on the ﬂoor. In his preliminary study using two cats
and artiﬁcially coloured ﬂeas, Rust demonstrated that interhost
movement occurs and, similarly to our second experiment,
that gravid female ﬂeas move less than males [10]. He found
that up to 15% of ﬂeas may change their host which is close
to what we observed in the ﬁrst experiment.
In our study, the ﬂea movement was probably direct, with-
out passage in the environment, but this cannot be excluded. In
the second experiment, all transferred ﬂeas were found fed and
almost all the females already contained eggs. Even if the rate
of transfer was low in 24 h, it allowed mature males and
females to infest new cats and to initiate a new ﬂea population
immediately. The comparison of the sex ratio between the
groups indicated that males are more likely to change their host
than mature females. Based on the known biology and the dem-
onstrated role of newly emerged ﬂeas as the main source of
infestation, our study demonstrated that the direct infestation
from cats to cats does exist and can be considered as a possible
source of introduction in a new environment [10, 12]. This
modality raises the importance of the use of a combination of
insecticide and Insect Growth Regulator (IGR) on cats for the
control of new ﬂea infestations [2, 11]. In a situation where
infestation by a gravid female ﬂea occurs, its eggs would be laid
before the death of the ﬂea due to the adulticide, contrary to
what is seen with new unfed ﬂeas. The IGR would then ensure
that the eggs were non-viable, blocking the evolution of
those eggs and maintaining control of the environmental
contamination, which has been shown by Franc et al. (2007)
using a gravid ﬂea infestation model [6].
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4.1.2. Les hôtes et la survie sur l’hôte de C. canis 
C. canis présente un spectre d’hôtes beaucoup plus réduit que celui de C. felis. Cette espèce 
infeste principalement les canidés domestiques et sauvages. Le renard roux (Vulpes vulpes) 
semble être l’hôte primaire (Beaucournu et Launay, 1990 ; Doby et al., 1991 ; Schöffel et al., 
1991). On la rencontre également chez le loup (Canis lupus), le chacal (Canis aureus) et 
accidentellement chez la fouine (Martes foina), le rat brun (Rattus norvegicus), le putois 
(Mustela putorius) et la panthère (Panthera pardus) (Beaucournu et Launay, 1990). Des 
infestations de petits ruminants ont également été décrites en Afrique (Obasaju et Otesile, 
1980; Ugochukwu et Apeh, 1985) et au Bangladesh (Fueher et al., 2012). Ces observations 
sont à considérer avec précaution, car C. canis a souvent été confondue avec C. felis 
strongylus. Son hôte domestique habituel est le chien vivant généralement à l’extérieur et en 
altitude, en conditions dites semi-naturelles, comme les chiens de berger (Beaucournu et 
Launay, 1990 ; Franc et al., 1998b). Des études épidémiologiques ont montré que C. canis 
peut également être retrouvée sur chat, mais avec une prévalence nettement inférieure à celle 
de C. felis (Silaghi et al., 2012 ; Capari et al., 2013). En France, C. canis représente 0.5 % des 
puces retrouvées sur chats vivant à l’extérieur et ayant un comportement de chasse, 
(Cadiergues et al., 2000d). En Espagne, elle représente 1.1 % des espèces de puces retrouvées 
sur chats (Gracia et al., 2013). Au Mexique, 8 % des chats présentaient une co-infestation C. 
felis / C. canis (Cruz-Vazquez et al., 2001). Plus récemment, une autre étude menée au 
Mexique a montré une augmentation de cette prévalence à 33 % sur chats errants (Canto et 
al., 2013). Les chats peuvent donc servir d’hôtes à C. canis et des études menées en 
laboratoire ont montré que les œufs provenant de puces nourries sur chats sont viables. 
Cependant, la transformation de ces œufs en imagos se fait avec un rendement 
significativement plus faible que pour des œufs pondus par des C. canis femelles nourries sur 
chiens (Cadiergues, 2000a). 
C. canis survit relativement longtemps sur chien. Après infestation, 45 % des puces 
sont retrouvées dans le pelage au bout de huit jours, et 25 % au bout d’un mois. Dans cette 
expérience, la survie d’une puce a même atteint 106 jours chez un chien. Elle semble persister 
plus longtemps sur son hôte que C. felis. Lors d’infestation mixte, le taux de persistance de C. 
canis est supérieur à celui de C. felis (Cadiergues, 2000a). 
4.2. Le repas sanguin et l’émission de déjections. 
Le repas sanguin a lieu plusieurs fois par jour. Il est indispensable à la maturation des ovaires 
et à l’initiation de la reproduction (Dryden et Rust, 1994). Deux études ont montré que les 
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repas sanguins de C. felis et de C. canis sont très précoces. La précocité du repas sanguin se 
définit comme le temps écoulé entre le dépôt de la puce sur son hôte et l’initiation du repas 
sanguin. Chez C. felis, 25 % des puces sont gorgées après cinq minutes de contact avec 
l’hôte ; au bout d’une heure, ce taux atteint 97 % (Cadiergues et al., 2000b). Chez C. canis, 
21 % des puces ont commencé leur repas sanguin après 5 minutes de contact avec l’hôte ; au 
bout d’une heure, ce taux atteint 72 % (Cadiergues et al., 2001a). La précocité du repas est 
importante à connaître lorsqu’on met en place un protocole de lutte contre les puces. En effet, 
il est nécessaire de savoir si le produit utilisé est efficace avant que la puce n’ait le temps de 
piquer, donc d’inoculer de la salive responsable de phénomènes allergiques, notamment chez 
le chien, ou de la transmission d’éléments pathogènes. Le repas est en effet initié par 
l’injection de salive qui est suivie par l’aspiration de sang dans le canal alimentaire. La salive 
permet de faciliter l’absorption du sang grâce à une enzyme de type estérase, empêchant 
l’agrégation plaquettaire (Cheeseman et al., 2001), et à une hyaluronidase qui désorganiserait 
partiellement les tissus cutanés favorisant la pénétration des pièces buccales (Volfova et al., 
2008). Récemment, le sialotranscriptome de C. felis a été analysé, mettant en évidence des 
peptides de petite taille qui auraient des propriétés anti-hémostatiques et anti-inflammatoires 
(Ribeiro et al., 2012).  
Les femelles C. felis peuvent prendre jusqu’à 15 fois leur poids en sang et leur consommation 
journalière a été estimée à 13,6 µL (Dryden et Rust, 1994). Cette détermination peut se faire 
par pesée des puces avant et après repas sanguin, ou par marquage du sang de l’hôte à l’aide 
de radio-isotopes (51Cr, 125I), puis par détermination de la radioactivité totale des puces et de 
leurs déjections (Dryden et Gaafar, 1991). Plus récemment, une technique de PCR 
quantitative (quantitative Polymérase Chain Reaction), ciblant l’ADN de sang de chien dans 
la puce, a été utilisée pour quantifier la quantité de sang consommée lors du repas sanguin 
(Wang et al., 2012). Cette méthode a permis d’avoir accès aux données individuelles, et non à 
celles de pools d’individus. Le volume de sang éliminé dans les déjections n’étant pas pris en 
compte, cette étude rapporte les valeurs minimales de sang consommé. Après 15 minutes 
passées sur chien, les puces (mâles et femelles) ont consommé au minimum 1,1 nL de sang ; 
après une heure, la consommation minimale est de 100 nL. 
Dans les huit à dix premières minutes après l’initiation du repas, les déjections sont 
émises de manière continue. Elles sont en forme de spirales et sont constituées de sang séché. 
Mâles et femelles émettent environ 0,77 mg de déjections par jour (Dryden et Rust, 1994). 
Après ingestion, les érythrocytes sont rapidement hémolysés et très peu digérés ; la 
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composition protéique des fèces est très proche de celle du sang de l’hôte (Vaughan et Azad, 
1993; Silverman et Appel, 1994).  
 
5. Distribution géographique de C. felis et de C. canis 
5.1. Ctenocephalides felis 
Originaire d’Afrique, elle est bien adaptée aux climats chauds. Sa répartition est cosmopolite, 
et elle est retrouvée aussi bien en zone urbaine qu’en zone rurale sur des animaux vivant à 
l’intérieur et à l’extérieur. C’est l’espèce de puce qui infeste majoritairement les carnivores 
domestiques dans de nombreux pays du monde comme l’Argentine, l’Australie, le Danemark, 
la France, l’Allemagne, l’Angleterre, l’Amérique du Sud, les États-Unis… (Wall et al., 1997 ; 
Franc et al., 1998b ; Durden et al., 2005 ; Dantas-Torres et al., 2009 ; Farkas et al., 2009 ; 
Tavassoli et al., 2010). Elle se rencontre toute l’année sur les animaux vivant en intérieur, car 
les conditions environnementales y sont favorables pour le déroulement du cycle biologique. 
Une abondance accrue est observée en période estivale (Beaucournu et Launay, 1990). 
5.2. Ctenocephalides canis 
C. canis est l’espèce prédominante retrouvée sur les chiens dans certains pays. C’est le cas de 
l’Albanie (Xhaxhiu et al., 2009), de l’Argentine (Gonzalez et al., 2004), du Brésil (Klimpel et 
al., 2010), du Chili (Alcaino et al., 2002), de la Corée (Chee et al., 2008), de la Grèce 
(Koutinas et al., 1995), de la Hongrie (Farkas et al., 2009), de l’Iran (Mosallanejad et al., 
2012). Dans des études menées au Bangladesh et en Pologne, 100 % des puces récoltées sur 
chiens étaient C. canis (Rudzińska et Sulgostowska, 1996 ; Fuehrer et al., 2012). Dans les 
régions où C. felis est prédominante, C. canis peut être présente en proportion élevée : 12.5 % 
en Allemagne (Beck et al., 2006), 10 % en Espagne (Gracia et al., 2008), 11.2 % en France 
(Franc et al., 1998b), 20 % au Royaume-Uni (Bond et al., 2007) et 21 % aux États-Unis 
(Durden et al., 2005).   
La répartition de C. canis au sein d’un pays varie selon les régions : elle se retrouve 
préférentiellement sur animaux vivant en extérieur et en zones rurales en altitude (Franc et al., 
1998b ; Cadiergues, 2000a). 
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6. Importance médicale 
Les puces sont des parasites causant de l’inconfort et une gêne chez leur hôte. Elles ont un 
rôle pathogène direct dû à l’inoculation de salive lors de la piqûre. Cette salive a des 
propriétés irritantes et est à l’origine de dermatoses, voire de phénomènes allergiques chez 
certains individus. Lors d’infestation massive, la spoliation sanguine cause des anémies et des 
déficiences en Fer. Les puces ont également un rôle pathogène indirect, car elles sont hôtes 
intermédiaires de parasites et vecteurs d’agents viraux et bactériens. 
6.1. Rôle pathogène direct  
6.1.1. Spoliation sanguine 
Comme nous l’avons vu précédemment une puce adulte consomme en moyenne 13.6 µl de 
sang par jour. Ainsi lors d’infestation massive, la spoliation peut être à l’origine d’anémies 
chroniques ferriprives chez les chats, les chiens, les bovins et les petits ruminants (Obasaju et 
Otesile, 1980 ; Fagbemi, 1982 ; Yeruham et al., 1989 ; Dryden et al., 1993 ; Dryden et Rust, 
1994 ; Ménier et al., 1997 ; Yao et al., 2006). En Israël, des anémies sévères ont été 
responsables de mortalité chez des veaux et des agneaux (Yeruham et al., 1989). En Afrique, 
et notamment en Côte d’Ivoire, C. felis strongylus a été responsable de mortalité importante 
dans les troupeaux d’élevage ovin (Yao et al., 2006).  
6.1.2. La pulicose du chien et du chat 
Elle désigne une infestation par des puces sans réaction d’hypersensibilité, ce qui explique 
que le prurit est presque toujours modéré. La lésion initiale est une piqûre isolée qui évolue 
rapidement en papule. Des papules et un léger squamosis sont observés en régions dorso-
lombaire, périnéale et sur les cuisses. Secondairement, on observe une légère alopécie et, chez 
les chiens à pelage clair, une coloration jaunâtre du poil due au léchage répété (Prélaud, 
1999 ; Bourdoiseau, 2000). L’intensité des symptômes est directement liée au degré 
d’infestation de l’animal. 
6.1.3. La dermatite par allergie aux piqûres de puces (DAPP) 
C’est la dermatose prurigineuse la plus fréquente chez les carnivores domestiques, notamment 
chez le chien, et une des premières causes de consultation chez un vétérinaire. Certains 
individus se sensibilisent à la suite d'expositions répétées aux piqûres de puces. Le prurit est 
alors très intense et son intensité est indépendante du nombre de puces présentes dans le 
pelage. Les zones prurigineuses se localisent le plus souvent à la base de la queue, puis 
30 
 
s’étendent en région dorsolombaire, en région périnéale, à la face postérieure des cuisses et à 
l’abdomen. Chez les chiens, les symptômes cutanés se caractérisent par de l’érythème, des 
papules, une alopécie, un squamosis, des croûtes et des excoriations auto-induites. Lors 
d’évolution chronique, ce tableau clinique peut s’aggraver par un syndrome de prolifération 
bactérienne, une pyodermite superficielle ou profonde. On observe plus tardivement une 
hyperpigmentation de la peau accompagnée d’une lichénification, souvent associée à une 
dermatite à Malassezia. La DAPP peut également se manifester sous la forme d’une dermatite 
pyotraumatique caractérisée par des lésions douloureuses, oedémateuses et exsudatives 
d’apparition brutale, le plus souvent sur la face externe des cuisses. Chez le chat, on observe 
une dermatite miliaire se traduisant par des petites lésions papulo-croûteuses, plus ou moins 
érosives ou ulcérées, localisées sur la ligne du dos, la face et le cou ou généralisées, pouvant 
s’accompagner d’alopécie. Plus rarement, on observe du prurit facial, des granulomes 
éosinophiliques, ou des plaques éosinophiliques. L’infestation par les puces est une des 
étiologies possibles du complexe granulome éosinophilique félin (Wilkerson et al., 2004 ; 
Guaguère et Prélaud, 2005).  
6.2. Rôle pathogène indirect  
Ce rôle réside dans la transmission d’agents pathogènes par les puces. C. felis et C. canis ont 
une importance reconnue en médecine vétérinaire et en médecine humaine. Ces deux espèces 
de puces transmettent des helminthes, des bactéries et potentiellement des virus. 
6.2.1. Vecteur d’helminthes  
6.2.1.1. Dipylidium caninum 
C’est le cestode le plus fréquemment retrouvé chez le chat et le chien dans le monde entier. Il 
a pour hôtes intermédiaires les puces (C. felis et C. canis) (Guzman, 1984), et accessoirement 
les poux mallophages (Trichodectes spp.). Les chiens et les chats sont les hôtes définitifs. Le 
vers adulte présent dans l’intestin grêle émet des segments ovigères (ou proglottis) contenant 
des oeufs. Cette élimination a lieu durant la défécation ou en dehors de celle-ci. Dans le 
milieu extérieur, les proglottis se dessèchent et se désintègrent rapidement libérant les œufs. 
Les larves de puces en se nourrissant de débris organiques, ingèrent les œufs qui contiennent 
un embryon hexacanthe, ou oncosphère. Après ingestion par les larves de puces, les 
oncosphères à l’aide de leurs crochets et d’enzymes protéolytiques traversent la paroi 
digestive, gagnent la cavité générale où elles évoluent en métacestode, deuxième stade 
larvaire, pendant que la larve de puce évolue en nymphe puis en adulte. La maturation en 
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larves cysticercoïdes infestantes n’est complète que lorsque la puce adulte s’est gorgée. Le 
chien ou le chat s’infestent en ingérant la puce. Dans l’intestin grêle du carnivore, le scolex se 
dévagine et se fixe à la paroi du tube digestif. L’émission des segments ovigères commence 
dans les 2-3 semaines suivantes. La libération active des segments aux marges de l’anus en 
dehors de la défécation, est à l’origine de prurit et se traduit chez le chien par des 
mordillements de la région anale, ou par le signe du traîneau. Un engorgement des sacs anaux 
ainsi qu’une dermatite de la région périnéale sont parfois notés. De légers signes gastro-
intestinaux peuvent être présents (Mani et Maguire, 2009 ; Beugnet et al., 2013).  
D. caninum est un agent de zoonose. La dipylidiose est généralement décrite chez les enfants, 
mais peut exister chez les adultes (Adam et al., 2012). La contamination se fait par ingestion 
accidentelle d’une puce contenant des larves infestantes (Guzmann, 1984; Dobler et Pfeffer, 
2011; Beugnet et al., 2013). L’infestation souvent asymptomatique peut s’accompagner de 
légères douleurs abdominales, de diarrhées et de démangeaisons péri-anales (Narasimham et 
al., 2013 ; Taylor et Zitzmann, 2011). 
6.2.1.2 Acanthocheilonema reconditum 
 Cette filaire a pour vecteurs et hôtes intermédiaires plusieurs arthropodes hématophages 
comme les puces (C. felis, C. canis, Pulex spp.), et les poux (Linognathus spp.) (Pennington et 
Phelps, 1969 ; Anderson, 2000). Le chien est l’hôte définitif. La filaire adulte est peu 
pathogène pour le chien et se localise principalement dans le tissu sous-cutané des membres 
antérieurs et parfois du tronc et dans le tissu adipeux proche des reins. La filaire adulte pond 
des centaines de microfilaires par jour qui peuvent rester dans le tissu sous-cutané ou migrer 
dans la circulation générale. La puce adulte ingère ainsi des microfilaires circulantes lors du 
repas sanguin. Dans l’organisme de la puce, les microfilaires migrent dans les corps gras et y 
évoluent en larves de deuxième stade (LII) puis en larves infestantes de troisième stade (LIII) 
(Anderson, 2000). Par migration, les larves LIII parviendraient au canal salivaire et seraient 
inoculées lors de la piqûre. Chez l’hôte définitif ou un hôte accidentel, les LIII évoluent en 
LIV puis en LV et enfin en adultes, complétant ainsi leur cycle évolutif. Chez l’homme, une 
localisation oculaire des larves et des adultes est décrite. Les modalités de migration ne sont 
pas bien connues, mais les larves semblent suivre le nerf optique, ou bien être transportées 
jusqu’à l’œil par la circulation générale. Il n’est pas défini si la localisation oculaire est le 
résultat d’une migration préférentielle ou accidentelle. Une fois dans l’œil, les larves, mieux 
protégées de la réponse immunitaire de l’hôte, y termineraient leur cycle (Otranto et Eberhard, 
2011; Brianti et al., 2012). Les parasites sont généralement retrouvés dans la chambre 
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antérieure de l’œil, sous la conjonctive et dans l’humeur vitrée pouvant provoquer une 
hyperhémie conjonctivale et un chémosis (Huynh et al., 2001 ; John et al., 2012). 
6.2.2. Vecteur de virus  
De nombreux virus sont vectorisés par les arthropodes hématophages, mais très peu semblent 
être transmis par les puces. Des auteurs se sont intéressés à la capacité vectorielle de C. felis 
pour deux virus très fréquemment rencontrés chez les chats : le virus de la leucémie féline 
(FeLV) et le calicivirus félin.  
Des puces ont été gorgées artificiellement à l’aide d’un système de nourrisseurs à membrane 
avec du sang contaminé par le virus du FeLV. Le virus est détecté dans les puces pendant 30 
heures à température ambiante et 115 heures à 4 °C. À température ambiante, il persiste au 
moins 15 jours dans les fèces. Les puces infectées peuvent contaminer du sang sain dans les 
24 heures suivant le repas infectant (Vobis et al., 2003 ; Vobis et al., 2005). Le même 
dispositif a été utilisé avec du sang contaminé par le calicivirus félin. Le virus a été détecté 
dans les puces et les déjections dans lesquelles il reste infectant pendant huit jours à 
température ambiante. Les déjections ont été inoculées par voie intranasale à quatre chats 
Specific Pathogen Free (SPF). Tous les chats ont séroconverti et le virus a été isolé de leurs 
cavités nasales. Deux des quatre chats ont développé des signes cliniques. Des puces 
contaminées ont été placées sur quatre autres chats SPF. Un des chats a été infecté par cette 
voie (Mencke et al., 2009).  
En conditions expérimentales, C. felis a la capacité vectorielle de transmettre le FeLV et le 
calicivirus félin par la piqûre et de l’excréter dans les déjections. 
6.2.3. Vecteur de bactéries 
Les puces transmettent des bactéries directement par inoculation lors de la piqûre, ou 
indirectement par contamination de lésions cutanées par des fèces infectées.  
6.2.3.1. Mycoplasma 
Les mycoplasmes hémotropes ou hémoplasmes (anciennement Haemobartonella et 
Eperythrozoon spp.) sont des bactéries épiérythrocytaires responsables d’anémies 
hémolytiques chez le chien et le chat. Les mycoplasmes hémotropes ont souvent été 
confondus à tort avec les bartonelles qui sont des bactéries intraérythrocytaires. Trois espèces 
infectent les chats sauvages et domestiques : Mycoplasma haemofelis, Canditatus 
Mycoplasma turicensis et Candidatus Mycoplasma haemominutum (Sykes, 2010). Les 
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principales espèces infectant le chien sont Mycoplasma haemocanis, Candidatus Mycoplasma 
haematoparvum et Mycoplasma haemominutum (Messick, 2003; Sykes et al., 2005; Willi et 
al., 2010). Le mode de transmission de ces bactéries n’a pas été clairement démontré et C. 
felis pourrait en être le vecteur. L’ADN de M. haemofelis et de Candidatus Mycoplasma 
haemominutum a été détecté dans C. felis prélevées sur des chats au Royaume-Uni et aux 
États-Unis, mais sans démonstration d’un rôle vecteur potentiel (Shaw et al., 2004 ; Lappin et 
al., 2006). Une étude menée aux États-Unis indique que 12,7 % des chats domestiques 
donneurs de sang étaient infectés par des mycoplasmes hémotropes félins et le taux 
d’infection était plus élevé chez les chats infestés par des puces (Hackett et al., 2006). Des 
études expérimentales se sont intéressées à la transmission de M. haemofelis et Candidatus 
Mycoplasma haemominutum par C. felis. Des puces gorgées sur chats bactériémiques ont été 
transférés sur six chats naïfs pendant cinq jours. Un seul des six chats a présenté une PCR 
positive de manière transitoire, sans signe clinique (Woods et al., 2005). Des puces et leurs 
déjections contaminées ne causent pas d’infection lorsqu’elles sont ingérées par des chats 
naïfs (Woods et al., 2006). C. felis semble avoir un faible rôle vecteur en conditions 
expérimentales. En conditions naturelles, le mode de contamination principal entre chats 
semblerait être direct et par morsures.  
M. haemocanis aurait pour vecteur Rhipicephalus sanguineus (Seneviratna et al., 1973). En 
Europe, la séroprévalence de l’infection à mycoplasme chez les chiens est plus importante 
dans le bassin méditerranéen où la tique R. sanguineus est prédominante chez le chien 
(Novacco et al., 2010).  
Les mycoplasmes sont des agents de zoonose. Récemment un cas de co-infection à M. 
haematoparvum, Bartonella henselae et Anaplasma platys a été rapporté chez une vétérinaire 
suite à de nombreux contacts avec des arthropodes hématophages (puces, tiques, moustiques, 
mouches…) et à des morsures par des chiens et de chats (Maggi et al., 2013).  
6.2.3.2. Yersinia pestis 
C’est une bactérie Gram négatif (Gram -). Elle est responsable de la peste, maladie des 
rongeurs transmissible à l’homme. Cette zoonose fait partie des maladies quarantenaires à 
déclaration obligatoire avec le typhus et le choléra. Cette bactérie est transmise par les puces. 
La peste a été récemment reconnue comme maladie ré-émergente, et reste un problème de 
santé publique notamment en Afrique (Bertherat et al., 2005 ; Neerinckx et al., 2008 ; 
Neerinckx et al., 2010). Des foyers sont présents dans l’ouest des États-Unis, en Amérique du 
Sud (Brésil, Pérou, Equateur et Bolivie), en Algérie et en Asie. Elle est absente en Europe, en 
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Australie et en Antarctique (Ben Ari et al., 2008 ; Bitam et al., 2010). Le rôle vecteur des 
puces a été décrit pour la première fois en 1898 (Simond et al., 1998). Les puces comme 
Xenopsylla spp., Nosopsyllus spp., Neopsylla spp., Citellophillus spp. contribuent à la 
transmission de la bactérie parmi les rongeurs. Pulex irritans quant à elle jouerait un rôle 
important dans la transmission inter humaine (Perry et Fetherston, 1997 ; Laudisoit et al., 
2007 ; Stenseth et al., 2008 ; Eisen et al., 2009). Les puces se contaminent lors du repas 
sanguin sur un hôte septicémique. Les bactéries ingérées restent localisées au canal 
alimentaire et ne sont pas transmises par voie transovarienne. (Stenseth et al., 2008 ; Bitam et 
al., 2010). Une étape clé de la transmission de Y. pestis est le blocage du proventricule de la 
puce, démontré pour la première fois en 1914 (Bacot et Martin). Les bacilles colonisent le 
proventricule où ils adhèrent à une matrice extracellulaire et s’y multiplient (Jarrett et al., 
2004). Le bouchon bactérien ainsi formé obstrue plus ou moins complètement le proventricule 
empêchant la puce de prélever du sang correctement. Ainsi, les puces vont tenter de se nourrir 
infructueusement et à chaque tentative de piqûre, le sang ingéré est régurgité avec des 
bacilles. Les tentatives de piqûres se multiplient en différents points de l’hôte ou sur un autre 
hôte. Après le décès de l’hôte, sa température corporelle diminue rapidement poussant ainsi 
les puces à rechercher un nouvel hôte favorisant ainsi la dissémination de la maladie.  
Les espèces de puces qui ne présentent pas ou peu de blocage du proventricule, comme C. 
felis et C. canis sont de mauvais vecteurs du bacille (Burroughs, 1947). Eisen et al. (2008) ont 
montré que C. felis infectée artificiellement pouvait transmettre Y. pestis à des souris. 
Cependant seulement 4 % des puces C. felis infectées ont transmis Y. pestis, contre 100 % des 
puces Oropsylla montana dans les mêmes conditions.  
C. felis est l’espèce de puce prédominante retrouvée libre dans les habitations de régions où la 
peste est endémique. Son rôle de vecteur secondaire ne doit donc pas être négligé.  
Les rats du genre Rattus (Rattus rattus et Rattus norvegicus), souvent proches des habitations 
humaines, sont d’importants réservoirs de Y. pestis, notamment à Madagascar (Brouat et al., 
2013). En Amérique du Nord (Etats-Unis), Amérique du Sud (Pérou, Bolivie, Brésil) et en 
Afrique du Nord, Afrique Centrale et Afrique du Sud, de nombreux petits rongeurs sauvages 
(Cynomys gunnisoni, Mastomys natalensis, Microtus californicus, Otomys irroratus, 
Peromyscus maniculatus…) sont également réservoirs (Mackenzie, 1972 ; Shepherd et al., 
1983 ; Alonso, 1999 ; Davis et al., 2002 ; Lang , 2004 ; Stapp et al., 2008 ; Mulungu et al., 
2013). En Asie, d’autres rongeurs jouent  un rôle épidémiologique important en tant que 
réservoirs de Y. pestis : les gerbilles, notamment les espèces Meriones persicus et M. libycus 
en Iran (Esamaeli et al., 2013), Meriones unguiculatus, les écureuils mongols (Citellus 
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alaschanicus) et les marmottes (Marmotta sibiricada) en Mongolie (Fukushima et al., 2001 ; 
Galdan et al., 2010). 
Dans les foyers naturels, la peste circule à bas bruits entre les rongeurs résistants selon le 
cycle rongeur-puce-rongeur. Lorsque le biotope de ces populations est perturbé (inondations, 
compétitions territoriales, irrigation, développement agricole…), les rencontres et les 
échanges de puces entre populations de rongeurs résistants et sensibles sont favorisées, ce qui 
déclenche des épizooties (Duplantier et al., 2005). X. cheopis, majoritairement responsable de 
la transmission du bacille, est peu spécifique, et peut infester les carnivores domestiques et 
accidentellement l’homme (Koutinas et al., 1995 ; Mosallanejad et al., 2012 ; Tavassoli et al., 
2010 ; Dobler et Pfeffer, 2011). Les chats sont sensibles au bacille de la peste et peuvent être 
des réservoirs potentiels (Gage et al., 2000 ; Dobler et Pfeiffer, 2011). Chez les chiens, 
l’infection est généralement peu sévère (Orloski et Eidson, 1995). Ils peuvent être à l’origine 
de l’introduction du bacille de la peste par leurs ectoparasites contaminés dans 
l’environnement humain. Une corrélation positive a été montrée entre patients atteints de 
peste et patients dormant avec leurs chiens (Chomel et Sun, 2011). Une attention particulière 
doit donc être portée aux animaux domestiques et aux puces qu’ils véhiculent. 
6.2.3.3. Rickettsia 
Les rickettsies sont des bactéries Gram -, obligatoirement intracellulaires (Raoult et Roux, 
1997). C. felis est vecteur de deux espèces de rickettsies agents de zoonose : Rickettsia typhi 
agent du typhus murin, et Rickettsia felis agent de la rickettiose boutonneuse à puces. 
6.2.3.3.1. Rickettsia typhi 
Cette bactérie est vectorisée par les puces de rongeurs, principalement X. cheopis, et 
secondairement par la puce du chat, C. felis (Noden et al., 1998 ; Psaroulaki et al., 2006 ; 
Abramowicz et al., 2012 ; Nogueras et al., 2013a). Les puces se contaminent en prenant un 
repas sur un hôte bactériémique. Elles restent infectées toute leur vie et la transmission à la 
descendance par voie transovarienne est possible, mais rare (Azad, 1990 ; Azad et al., 1992). 
Les rickettsies se multiplient dans le tube digestif et sont excrétées viables dans les fèces. 
L’infection d’un hôte et de l’homme en particulier se fait par contamination d’une plaie 
cutanée par les déjections (Azad et al., 1997; Civen et Ngo, 2008). Les réservoirs de cette 
bactérie sont essentiellement les rats du genre Rattus, principalement R. rattus et R. 
norvegicus (Azad et al., 1997 ; Duchemin et al., 2006). R. typhi peut être également transmise 
par C. felis et a pour réservoir les chiens, les chats et également les opossums (Azad, 1990 ; 
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Williams et al., 1992 ; Schriefer et al., 1994 ; Azad et al., 1997 ; Civen et Ngo, 2008 ; 
Abramowicz et al., 2012).  
La séroprévalence de R. typhi chez les chats et les chiens est importante en Europe et aux 
États-Unis. En Espagne, 10 à 12 % des chiens et 16 % des chats présentent des anticorps anti-
R. typhi (Lledo et al., 2003 ; Nogueras et al., 2009 ; Nogueras et al., 2013b). Aux États-Unis, 
le typhus murin est endémique dans certaines régions comme le Texas, la Californie et Hawaï 
(Liddell et Sparks, 2012). Lors d’enquêtes, 90 % des chats étaient séropositifs dans certaines 
régions de Californie (Sorvillo et al., 1993) et 44 % des chiens au Texas, lors d’une épidémie 
de typhus murin (Adjemian et al., 2010). 
6.2.3.3.2. Rickettsia felis   
C. felis est le vecteur principal de R. felis. L’ADN de cette bactérie a été également retrouvé 
chez d’autres arthropodes et d’autres espèces de puces dont P. irritans et C. canis (Parola et 
al., 2003 ; Rolain et al., 2005). Les puces se contaminent lors du repas sanguin, et les bactéries 
colonisent le proventricule et l’intestin moyen où elles se multiplient. Secondairement, elles 
se disséminent par l’hémocoele à d’autres organes, dont les glandes salivaires, les tissus 
reproducteurs et les organes excréteurs comme les tubes de Malpighi, l’intestin postérieur et 
l’ampoule rectale. Les bactéries sont détectées dans les puces et dans les fèces jusqu’à 28 
jours après le repas contaminant (Reif et al., 2011 ; Thepparit et al., 2013). Les puces peuvent 
se contaminer entre elles lors d’un partage de repas sanguin, et transmettre les bactéries aux 
générations suivantes (Wedincamp et Foil, 2002 ; Hirunkanokpun et al., 2011). Des puces 
contaminées par R. felis transmettent la bactérie à des chats SPF (Wedincamp et Foil, 2000). 
La détection de cette bactérie dans les glandes salivaires de C. felis suggère une transmission 
possible lors de la piqûre (Macaluso et al., 2008).   
En fonction des pays, la séroprévalence chez le chat varie de 4 à 100 % (Reif et Macaluso, 
2009). Moins de données épidémiologiques sont disponibles chez le chien. En Espagne, la 
séroprévalence est de 16 % (Nogueras et al., 2009). En Australie, des études menées dans le 
territoire du Nord et dans le Sud-Est du Queensland rapportent une séroprévalence chez les 
chiens de 50.7% et une détection par PCR de R. felis chez 2.3 et 9% des chiens testés (Hii et 
al., 2011a, Hii et al., 2011b, Hii et al., 2013). Deux études menées en Allemagne et en 
Espagne ont montré que des cas humains de rickettiose boutonneuse étaient associés à des 
chiens séropositifs présents dans le foyer (Richter et al., 2002 ; Otéo et al., 2006). Le rôle des 
chiens et des chats en tant que réservoirs possibles de R. felis n’est cependant toujours pas 
confirmé. 
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La répartition géographique de R.felis est corrélée à celle de son vecteur principal, C. felis, 
elle est donc cosmopolite. L’ADN de R. felis est fréquemment retrouvé dans C. felis dans tous 
les pays du monde (Higgins et al., 1994 ; Marquez et al., 2002 ; Oliveira et al., 2002 ; Zavala-
Velazquez et al., 2002 ; Kenny et al., 2003 ; Parola et al., 2003 ; Rolain et al., 2003b ; Kelly et 
al., 2005 ; Sackal et al., 2008 ; Bitam et al., 2010). 
6.2.3.4. Bartonella spp. 
Les bartonelles sont des petites bactéries Gram -, aérobies et facultativement intracellulaires. 
Elles appartiennent à la classe des alpha-protéobactéries et à la famille des Bartonellaceae. 
Actuellement, 26 espèces de bartonelles sont décrites (Kaiser et al., 2011), et chacune semble 
adaptée à un ou plusieurs mammifères réservoirs et à un arthropode hématophage vecteur 
(Tsai et al., 2011b). Les vecteurs compétents sont par exemple, Lutzomyia verrucarum pour 
Bartonella bacilliformis (Noguchi et Battistini, 1926), Pediculus humanus corporis pour B. 
quintana (Maurin et Raoult, 1996), Ctenophthalmus nobilis pour Bartonella grahamii et 
Bartonella taylorii (Bown et al., 2004) et C. felis pour Bartonella henselae (Chomel et al., 
1996). L’ADN de Bartonella spp. a par ailleurs été détecté dans de nombreuses espèces 
d’arthropodes hématophages, dont d’autres espèces de puces comme Pulex irritans et C. 
canis, plusieurs espèces de tiques (Dermacentor spp., Ixodes spp., Rhipicephalus sanguineus, 
Haemaphysalis spp), certaines espèces d’hippobosques (Lipoptena cervi, Lipoptena 
mazamae) et de mouches piqueuses (Haematobia spp., Stomoxys spp.) (Chung et al., 2004 ; 
Dehio et al., 2004 ; Halos et al., 2004 ; Halos et al., 2005 ; Reeves et al., 2006 ; Sreter-Lancz 
et al., 2006 ; Podsially et al., 2007 ; Sun et al., 2008). La détection d’ADN de bartonelles chez 
ces arthropodes ne signifie pas qu’ils ont la capacité vectorielle de transmettre ces bactéries. A 
ce jour, seul le rôle vecteur d’Ixodes ricinus a été investigué pour B. henselae et B. birtlesii 
(Cotté et al., 2008 ; Reis et al., 2011). Les  auteurs ont montré que des larves et des nymphes 
d’I. ricinus nourries avec du sang contenant B. henselae ou B. birtlesii transmettent les 
bactéries aux stades suivants. Les bactéries ont été détectées viables dans les glandes 
salivaires de nymphes et d’adultes issues de larves ou de nymphes contaminées. Les tiques 
ont également transmis des bactéries viables dans du sang sain sur lequel elles se sont 
gorgées. En conditions expérimentales, I. ricinus est donc un vecteur compétent de B. 
henselae et de B. birtlesii.  
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Ctenocephalides felis et C. canis sont les deux espèces de puces majoritairement retrouvées 
chez les carnivores domestiques à travers le monde. C. felis a un spectre d’hôtes plus large 
que C. canis, et elle est aussi bien retrouvée sur des animaux vivant en appartement que 
vivant à l’extérieur. C. canis est habituellement retrouvée sur des chiens vivant à l’extérieur 
et en altitude. A l’état imaginal, ces puces sont sédentaires sur leur hôte, et dans l’heure qui 
suit l’introduction sur le pelage, la quasi-totalité des puces est gorgée. Le cycle biologique 
peut s’effectuer en deux semaines en conditions optimales de température et d’humidité. Les 
cocons constituent des formes de résistance qui peuvent contribuer au maintien de 
l’infestation dans un foyer pendant au moins six mois. Nous avons montré que chez des chats 
vivant en collectivité, des transferts de puces peuvent avoir lieu et qu’ils s’effectuent dans la 
première heure de mise en contact entre animaux infestés et animaux non infestés. Ce 
transfert rapide de puces peut être à l’origine d’une contamination rapide d’un foyer, et 
également du transfert de pathogènes entre individus. Les puces sont responsables de 
nuisances pour les carnivores domestiques et à l’origine de réactions allergiques (DAPP) 
notamment chez le chien. Elles sont également hôtes intermédiaires d’un cestode, D. caninum 
et d’une filaire A. reconditum, tous deux transmissibles à l’homme. Elles sont également 
vecteurs de bactéries comme R. felis, secondairement R. typhi et de bartonelles. Les espèces 
de bartonelles identifiées dans C. felis et C. canis sont développées dans le chapitre suivant. 
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CHAPITRE II 
 
Bartonella spp. identifiées chez C. felis et C. canis. 
 
Synthèse bibliographique 
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Ce chapitre est consacré à l’étude des espèces de bartonelles identifiées à ce jour chez C. felis 
et C. canis. Nous y développons également les principaux signes cliniques dus à ces espèces 
de bartonelles et observés chez le chat, le chien et l’homme.  
 
1. Bartonella spp. isolées de C. felis et C. canis  
Les bartonelles ont une répartition mondiale avec une prévalence importante dans les régions 
dont les conditions climatiques sont favorables à la transmission par un arthropode vecteur 
(Edouard et Raoult, 2010; Guptill, 2010a; Guptill, 2010b).  
1.1. C. felis et Bartonella spp.   
Plusieurs espèces de bartonelles ont été détectées chez C. felis dans de nombreux pays du 
monde. Une des premières études épidémiologiques a été menée en Hollande en 1997. 
L’ADN de B. henselae et de B. clarridgeiae a été détecté dans des puces prélevées sur des 
chats d’un refuge (Bergmans et al., 1997). Par la suite de nombreuses études ont été menées 
dans le monde entier, et ont mis en évidence l’ADN de B. henselae, de B. clarridgeiae, de B. 
koehlerae et également de B. quintana chez C. felis prélevées sur chien ou chat. L’ADN de B. 
henselae et de B. clarridgeiae a également été identifié chez des puces C. felis prélevées sur 
des opossums aux États-Unis (Reeves et al., 2006 ; Nelder et al., 2009) (Tableau 1).   
1.2. C. canis et Bartonella spp.  
La détection de Bartonella spp. chez C. canis est moins décrite, mais a déjà été rapportée dans 
certains études épidémiologiques. Ainsi, l’ADN de B. henselae et de B. clarridgeiae a été mis 
en évidence chez C. canis en France, en Hongrie, et également au Japon (Tableau 1). 
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Tableau 1. Espèces de Bartonella identifiées dans C. felis et C. canis lors d’enquêtes 
épidémiologiques 
 
Continent PAYS 
Bartonella spp. 
détectées 
dans les puces 
Prévalence 
(détection par PCR) Hôtes Sources 
 
Congo 
B. clarridgeiae 
Candidatus B. 
rochalimae 
C. felis strongylus 
P. irritans Environnement 
Sackal et al., 
2008 
Ethiopie B. henselae 
C. felis (2/34) 
C. felis (0/242) 
C. canis (0/16) 
P. irritans (0/9) 
Chats Chiens 
Chiens 
Chiens 
 
Kumsa et al., 
2014 
Maroc B. henselae, 
B. clarridgeiae 
C. felis Chats, chiens Boudebouch et 
al., 2011 
Amérique 
du Nord 
Alabama 
Maryland 
Texas 
B. henselae 
B. clarridgeiae 
C. felis (37/92) 
C. felis (46/92) Chats 
Lappin et al., 
2006 
Caroline 
du Nord 
B. clarridgeiae C. felis Opossums Nelder et al., 
2009 
Caroline 
du Sud 
B. henselae C. felis Opossums Reeves et al., 
2005 
Floride 
B. vinsonii 
subsp. berkhoffii 
 
B. rochalimae 
 
 
B. clarridgeiae 
C. felis (0 %), 
P. irritans (5.5%) 
 
C. felis (0%), 
P. irritans (11.1%) 
 
C. felis (5%), 
P. irritans (5.5%) 
Chiens 
 
 
Chiens 
 
 
Chiens 
 
 
 
 
Yore et al., 2014 
Ontario 
 
B. henselae 
B. clarridgeiae 
C. felis (45/50) 
C. felis (6/50) Chats errants 
Kamrani et al., 
2008 
Amérique 
du Sud Chili 
B. henselae, B. 
clarridgeiae 
C. felis (4/37), 
C. canis (0/11) Chats et chiens 
Pérez-Martinez et 
al., 2009 
Asie 
Chine 
B. henselae 
B. clarridgeiae 
B. koehlerae 
C. felis (26/420) 
C. felis (9/420) 
C. felis (3/420) 
Chats et chiens Tsai et al., 2011a 
Japon B. henselae 
C. felis (12/36) 
C. felis (5/24) 
C. canis (2/2) 
Chats 
Chiens 
Chiens 
Ishida et al., 2001 
 
Laos 
 
B. clarridgeiae 
 
 
 
Bartonella spp. 
 
B. clarridgeiae 
C. felis felis (1/3) 
C. felis orientis 
(0/16) 
 
 
C. canis (3/3) 
 
C. felis (3/90) 
Chiens 
Chats et chiens 
 
 
 
Chiens 
 
Chiens 
Varagnol et al., 
2008 
 
 
 
Kernif et al., 
2012 
Liban B. henselae C. felis (8/104) C. canis (0/51) 
Chats 
Chiens 
Mba et al. 2011 
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Continent PAYS 
Bartonella spp. 
détectées 
dans les puces 
Prévalence 
(détection par PCR) Hôtes 
Sources 
Asie 
Malaisie 
B. henselae 
B. clarridgeiae 
 
B. clarridgeiae 
C. felis (24/209) 
C. felis (40/209) 
 
C. felis (2/360) 
Chats 
chiens 
 
Chiens 
Mokhtar et Tay, 
2011 
 
Kernif et al., 2012 
Thaïlande 
 
B. henselae 
 
 
B. clarridgeiae 
 
 
 
B. henselae, B. 
clarridgeiae 
 
B. clarrigdeiae 
 
 
B. henselae, B. 
clarridgeiae 
 
C. felis (2/20) 
C. canis (0/34) 
 
C. felis (3/20) 
 
 
 
C. felis (18 %) 
 
 
4 C. felis, 1 C. 
canis / 137 puces 
 
Puces 25/226 
(dont C. felis, C. 
canis, P. irritans) 
Chiens 
Chiens 
 
Chats 
furets 
blaireaux 
 
Chats 
 
 
Chiens 
 
 
Chats 
Parola et al. 2003 
 
 
 
 
 
 
Foongladda et al., 
2011 
 
Billeter et al., 
2012 
 
Assarasakorn et 
al. 2012 
Europe 
Albanie B. henselae,        
B. clarridgeiae 
C. felis (24/371), C. 
canis (0/5) 
Chats Silaghi et al., 
2012 
 
 
Espagne 
 
 
B. henselae, B. 
clarridgeiae 
C. felis (12/68), C. 
canis (1/20) 
Chats, 
chiens 
Blanco et al., 
2006 
B. henselae 
 
 
 
 
B. clarridgeiae 
 
C. felis (15/41) 
C. canis (7/14) 
C. felis (9/224) 
C. canis (0/26) 
 
C. felis (3/41) 
C. canis (0/26) 
Chats 
 
Chiens 
 
 
Chats 
Chiens 
Marquez et al., 
2009 
France 
 
 
 
B. henselae 
B. clarridgeiae 
 
B. henselae 
B. clarridgeiae 
B. koehlerae 
B. quintana 
C. felis (83 %) 
C. felis (16.7 %) 
 
C. felis (9/81) 
C. felis (55/81) 
C. felis (3/81) 
C. felis (14/81) 
Chats 
 
 
Chats 
 
La Scola et al., 
2002 
 
Rolain et al., 2003 
 
Hongrie 
B. henselae, B. 
clarridgeiae 
Bartonella spp. 
C. felis (2/50) 
 
C. canis (0/45) 
Chats 
 
Renards 
Sréter-Lancz et al. 
2006 
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Continent 
 
PAYS 
 
Bartonella spp. 
détectées 
dans les puces 
 
Prévalence 
(détection par PCR) 
 
Hôtes 
 
Sources 
Europe Pays-bas B. henselae 
 
B. clarridgeiae 
 
C. felis (12/13) 
 
C. felis (1.5 %) 
C. canis (0 %) 
Chats 
 
Chats 
Bergman et al. 
1997 
Tijsee-Klasen et 
al., 2011 
Portugal B. clarridgeiae 
 
C. felis (6/29) 
C. canis (0/1) 
 
Chats Alves et al. 2009 
Royaume-
Uni 
 
B. henselae C. felis (22 %) 
C. felis (0 %) 
Chats 
Chiens 
Shaw et al. 2004 
 
Océanie 
 
 
 
 
 
Australie B. henselae 
B. clarridgeiae 
B. henselae + B. 
clarridgeiae 
 
B. henselae 
B. clarridgeiae 
C. felis (2/111) 
C. felis (2/111) 
C. felis (1/111) 
 
 
C. felis 
Chats 
 
 
 
 
Renards 
Barrs et al., 2010 
 
 
 
 
Kaewmongkol et 
al., 2011 
 
Nouvelle 
Calédonie 
B. henselae C. felis (0/12) Chats, 
chiens 
Mediannikov et 
al., 2011 
Nouvelle 
Zélande 
B. clarridgeiae 
B. henselae 
C. felis (7 %) 
C. felis (11 %) 
 
Chats 
Chiens 
Kelly et al., 2005 
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2. Le chien et le chat, réservoirs de Bartonella spp. 
Les chats sont les réservoirs naturels de B. henselae et également de B. clarridgeiae, B. 
koehlerae, et peuvent être hôte accidentel de B. bovis (anciennement B. weissi) (Breitschwerdt 
et al., 1995b ; Lawson et al., 1996 ; Breitschwerdt et Kordick, 2000 ; Avidor et al., 
2004 ; Saisongkorh et al., 2009 ; Chomel et Kasten, 2010 ; Kernif et al., 2011 ; Tsai et al., 
2011c). Ces bactéries ont été isolées à partir de sang de chats dans de nombreuses régions du 
monde : Amérique du Nord, Europe, Japon, Australie, Nouvelle-Zélande, Israël… (Gutiérrez 
et al., 2013). La prévalence d’individus bactériémiques varie de 4 à 70 % en fonction du mode 
de vie du félin, de son âge, du degré d’infestation par les puces et du pays où il habite 
(Chomel et al., 1995 ; Maruyama et al., 2000 ; Rolain et al., 2004). Généralement, plus de 
50 % des chats sont bactériémiques à B. henselae dans les régions où les puces sont 
endémiques, avec une proportion plus importante chez les chats errants (Heller et al., 1997). 
En Norvège, où la prévalence des puces est faible, voire nulle, aucun chat bactériémique n’a 
été détecté, alors que dans les pays chauds et humides, le taux de bactériémie peut atteindre 
60 % (Chomel et al., 1999 ; Boulouis et al., 2005). La prévalence de la bartonellose est plus 
importante chez les chatons que chez les adultes (Chomel et al., 1995).  
Les chiens peuvent être naturellement infectés par B. henselae. Des enquêtes menées sur des 
chiens cliniquement sains ont montré des séroprévalences de 6 %, 10 %, 14 % et 28 % aux 
États-Unis, au Zimbabwe, en Italie et en Sardaigne respectivement (Solano-Gallego et al., 
2004 ; Kelly et al., 2004 ; Di Francesco et al., 2007 ; Capitta et al., 2010). Dans une autre 
étude, 9 % des chiens suivis présentaient une PCR et une culture positive pour Bartonella 
spp., la moitié d’entre eux étant infectés par B. henselae (Pérez et al., 2011). L’ADN de B. 
henselae a été détecté dans la salive de chiens au Japon et aux États-Unis (Murano et al., 
2001 ; Duncan et al., 2007). Dans l’étude japonaise, le chien étudié avait des contacts étroits 
avec un enfant chez qui une bartonellose a été diagnostiquée. Des cas de bartonelloses 
humaines ont été rapportés chez des patients ne rapportant aucun contact avec des chats, mais 
étant propriétaires de chiens (Kusaba et al., 1999 ; Chung et al., 2005). Les chiens et les chats 
sont donc des réservoirs de Bartonella spp. 
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3. Rôles pathogènes des bartonelles  
Les principales espèces de bartonelles retrouvées chez C. felis et secondairement chez C. 
canis sont B. henselae, B. clarridgeiae, B. koehlerae et B. quintana. Après avoir vu la 
modalité de contamination des érythrocytes par Bartonella spp., nous développerons les 
principales manifestations cliniques de chacune de ces espèces chez le chat, le chien et 
l’homme.   
B. vinsonii sb. berkhoffi est la deuxième espèce de bartonelle détectée chez le chien après B. 
henselae (Pérez et al., 2001 ; Yore et al., 2014). Elle aurait pour réservoir les canidés 
domestiques et sauvages chez qui elle provoque une bactériémie intraérythrocytaire de longue 
durée (Breitschwerdt et Kordick, 2000 ; Dobler et Pfeffer, 2011 ; Billeter et al., 2012). Les 
tiques ont été suggérées comme vecteurs possibles de cette bactérie, mais leurs rôles dans la 
transmission de cette espèce de bartonelle n’a pas encore été démontré (Pappalardo et al., 
1997; Breitschwerdt et Kordick, 2000). Une étude récente rapporte l’identification de l’ADN 
de B. vinsonii sb. berkhoffi chez des puces P. irritans prélevées sur chiens, suggérant ainsi un 
potentiel rôle vecteur de cette espèce de puces (Yore et al., 2014). B. vinsonii sb. berkhoffi 
n’ayant à ce jour pas été identifiée chez C. felis ou C canis, l’étude de cette espèce de 
bartonelle ne sera pas envisagée par la suite.  
B. bacilliformis est l’agent responsable de la maladie de Carrion chez l’homme, maladie 
endémique dans certaines régions des Andes. Cette bactérie est transmise par les 
phélobotomes Lutzomyia verrucarum. L’étude de cette bactérie ne sera pas développée ici.  
3.1 Invasion des érythrocytes chez le réservoir 
Les bartonelles sont à l’origine d’une bactériémie intra érythrocytaire, généralement sans 
signe clinique chez leur hôte. Des modèles de l’invasion des érythrocytes existent chez les 
rongeurs notamment chez la souris pour B. birtlesii et chez le rat pour B. tribocorum 
(Boulouis et al., 2001 ; Marignac et al., 2010 ; Schülein et al., 2001). Chez le rat, après 
inoculation intraveineuse de B. tribocorum, les bactéries disparaissent en quelques heures de 
la circulation générale, et on ne peut pas détecter la présence de la bactérie dans le sang 
pendant 3-4 jours. Cette phase traduit l’existence d’une niche de colonisation primaire, avant 
l’invasion des érythrocytes. Les bartonelles ayant un tropisme particulier pour les cellules 
endothéliales, les auteurs suggèrent que celles-ci pourraient constituer la niche primaire 
(Schülein, 2001; Dehio, 2005). Par la suite, les bactéries sont libérées, adhèrent aux 
érythrocytes matures, les envahissent et s’y multiplient (Figure 6). La bactériémie augmente 
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ainsi jusqu’au 10-12ème jour et persiste pendant 6 à 8 semaines. La multiplication des bactéries 
atteint un plateau et ne conduit pas à la lyse des hématies qui restent infectées toute leur vie. 
Par la suite, des vagues de bactériémies sont récurrentes tous les 3 à 6 jours. Cette libération 
depuis la niche primaire pourrait expliquer les vagues de fièvre observées chez l’homme dans 
les cas de la fièvre des tranchées due à B. quintana. Dans ce modèle d’infection chez le rat, les 
vagues de bactériémie n’ont pas été associées à des signes cliniques. La modalité de 
colonisation des érythrocytes par Bartonella spp. semble être la même chez tous les hôtes 
réservoirs, et s’accompagner de peu ou pas de signes cliniques. Seule B. bacilliformis 
provoque chez l’homme des hémolyses importantes accompagnées de signes cliniques 
sévères (Hendrix, 2000).  
 
 
 
Figure 6. Invasion des érythrocytes par Bartonella spp. chez un hôte réservoir (d’après Pulliainen 
et Dehio, 2012) 
 
3.2. Stimulation de l’angiogenèse 
Chez les individus immunodéprimés, B. henselae est responsable de lésions vasculaires 
prolifératives reposant sur deux mécanismes principaux : l’inhibition de l’apoptose des 
cellules endothéliales et la stimulation de l’angiogenèse qui serait principalement due à une 
protéine de surface appelée BadA (Bartonella adhesin A). Cette protéine est en effet exprimée 
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lors d’infection à B. henselae chez l’homme ou chez des lapins inoculés expérimentalement. 
Elle permettrait à B. henselae d’adhérer à la matrice extracellulaire et aux cellules 
endothéliales et de prévenir la phagocytose de la bactérie par les macrophages. Cette protéine 
stimule la sécrétion de cytokines proangiogéniques, comme le facteur de croissance de 
l’endothélium vasculaire (vascular endothelial growth factor (VEFG)), sécrété par les cellules 
endothéliales et les lymphocytes et macrophages recrutés sur le site de l’infection. Les 
vaisseaux sanguins et les cellules de l’endothélium vasculaire prolifèrent de manière 
anormale, à l’origine des lésions observées en cas d’angiomatose bacillaire (Kempf et al., 
2001 ; Riess et al., 2004 ; Kaiser et al., 2008). 
4. Manifestations cliniques  
4.1. Chez le chat 
Des manifestations cliniques ont été rapportées chez des animaux infectés naturellement ou 
expérimentalement. 
4.1.1. Bartonella henselae 
L’infection naturelle à B. henselae est généralement asymptomatique. Elle s’accompagne 
d’une bactériémie intraérythrocytaire qui dure en moyenne 60 jours et qui peut être récurrente 
pendant plusieurs mois voire plusieurs années (Kordick et Breitschwerdt, 1995; Jacomo et al., 
2002). La présence d’anticorps à B. henselae a été associée chez le chat à diverses 
manifestations cliniques : fièvre, lymphadénopathie, stomatite, gingivite, uvéite, troubles du 
tractus urinaire et rénal (Glaus et al., 1997 ; Lappin et Black, 1999 ; Breitschwerdt et Kordick, 
2000). B. henselae peut être également à l’origine d’endorcardites chez le chat (Chomel et al., 
2003 ; Chomel et al., 2009b). La pathogénicité de B. henselae pourrait être augmentée en cas 
de co-infections avec les virus du FeLV ou de l’immunodéficience féline (FIV). Ueno et al. 
(1996) ont montré que des chats co-infectés par le FIV et B. henselae présentaient 
significativement plus de gingivites et de lymphadénopathies que des chats séropositifs pour 
un seul des agents pathogènes. Cependant une telle corrélation n’a pas été retrouvée dans une 
étude ultérieure (Quimby et al., 2008). Buchmann et al., (2010) ont montré que les taux 
d’infection à B. henselae étaient significativement plus importants chez les chats porteurs du 
FeLV, mais aucune lésion histopathologique caractéristique de B. henselae n’a été détectée 
chez ces animaux. Dans cette étude, aucun des chats porteurs du FIV ou du virus de la 
panleucopénie féline n’était co-infecté par B. henselae.  
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Les principales manifestations cliniques dues à B. henselae ont été observées après 
inoculations expérimentales. Les signes les plus souvent rapportés sont : épisode fébrile de 
courte durée (48-96 h après inoculation), anémie modérée, désordres neurologiques 
transitoires. Certains chats peuvent être léthargiques et anorexiques pendant les épisodes 
fébriles. Des troubles de la reproduction (fertilité diminuée, taux d’avortements augmentés) 
ont également été décrits (Kordick et Breitschwerdt, 1997 ; Guptill et al., 1998 ; Kordick et 
al., 1999 ; O’ Reilly et al., 1999). Une myocardite accompagnée d’épanchement péricardique 
et pleural, un ictère et une ataxie ont également été rapportés (Bradburry et Lappin, 2010). La 
sévérité du tableau clinique varie en fonction de la souche utilisée, de la taille de l’inoculum et 
de la voie d’inoculation (O’Reilly et al., 1999 ; Mikolajczyk et O’Reilly, 2000). Dans une 
étude comparative, 100 % des chats inoculés par voie intradermique sont devenus 
bactériémiques, contre seulement 1.25 % des chats par voie intraveineuse. La voie 
intradermique a donc été plus efficace (Abbott et al., 1997). Lors d’inoculation par voie 
intradermique, un abcès peut apparaître au site d’inoculation (O’ Reilly et al., 1999 ; Guptill, 
2010a). L’infection de chats âgés de 10 à 12 mois par cette voie a conduit à une bactériémie 
sans signe clinique qui apparaît en une à trois semaines et atteint un pic entre le 21ème et 44ème 
jour. Les IgM apparaissent en une à deux semaines, avec un titre maximal entre la deuxième 
et la cinquième semaine. Les IgG apparaissent la deuxième semaine et peuvent persister plus 
de 12 mois (Abbott et al., 1997 ; Guptill et al., 1999).  
4.1.2. Bartonella clarridgeiae 
Son isolement chez le chat est moins fréquent que celui de B. henselae. La prévalence de cette 
bactérie varie de 17 à 36 % dans des études conduites en France, en Hollande, aux Philippines 
et en Thaïlande (Maruyama et al., 2001 ; Boulouis et al., 2005). Aucune pathologie spécifique 
n’a été associée à cette bactérie chez les chats naturellement infectés. Des co-infections avec 
B. henselae existent (Gurfield et al., 1997 ; Chomel et al., 1999). Lors d’une infection 
expérimentale, de légers signes cliniques ont été notés tels que troubles neurologiques 
transitoires, cataractes et éosinophilies. Après autopsie des chats inoculés, les analyses 
histologiques ont montré une atteinte chronique des nœuds lymphatiques périphériques, de la 
rate, du foie, du myocarde et des reins (Kordick et al., 1999). 
4.1.3. Bartonella koehlerae 
Cette bactérie a rarement été identifiée chez le chat (Avidor et al., 2004). Jusqu’à présent, elle 
a été isolée chez deux chats en Californie, un chat en France et un chat en Israël (Droz et al., 
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1999 ; Rolain et al., 2003a ; Boulouis et al., 2005). Une inoculation chez le chat est suivie 
d’une bactériémie apparaissant entre 14 et 36 jours, mais sans signe clinique (Yamamoto, 
2002).  
4.1.4. Bartonella quintana 
Cette bactérie a été isolée chez deux chats asymptomatiques aux États-Unis et mise en 
évidence dans la pulpe dentaire d’un chat en France (La et al., 2005 ; Breitschwerdt et al., 
2007). Ainsi les chats pourraient être des sources possibles de contamination pour les 
hommes.  
Bartonella henselae, B. clarridgeiae et B. koehlerae sont bien adaptées à leur 
réservoir naturel. En effet, les chats naturellement infectés présentent une bactériémie de 
longue durée et sont habituellement asymptomatiques. Parfois certains signes non spécifiques 
(endocardites, troubles neurologiques, stomatites, uvéites et fièvre) ont été rapportés. 
4.2. Chez le chien 
Le rôle des chiens en tant que réservoir de Bartonella spp. est moins bien connu que celui des 
chats. Ils sont considérés comme des hôtes accidentels. 
4.2.1. Bartonella henselae 
Elle est la cause de 19 à 28 % des endocardites chez le chien, avec principalement une atteinte 
des valves aortiques, et secondairement des valves mitrales (Breitschwerdt et al., 1995a ; 
Pesavento et al., 2005 ; Sykes et al., 2006). La survie des chiens ayant une endocardite est 
raccourcie lors d’une infection à Bartonella spp. (Sykes et al., 2006). Les autres signes 
cliniques associés à une sérologie positive sont : fatigue, épistaxis, polyarthrite chronique, 
thrombocytopénie, éosinophilie, vascularite cutanée et uvéite (Goodman et Breitschwerdt, 
2005 ; Henn et al., 2005 ; Diniz et al., 2009). Des atteintes granulomateuses avec des 
localisations variées ont été décrites : lymphadénites granulomateuses, adénites et rhinites 
granulomateuses, ou plus généralement maladies granulomateuses atteignant la rate, le coeur, 
les nœuds lymphatiques, le foie, les reins, les poumons, le médiastin, et les glandes salivaires 
(Pappalardo et al., 2000 ; Gillespie et al., 2003). La péliose hépatique est une des lésions 
associées à une infection à B. henselae chez l’homme. Elle a été décrite chez un Golden 
Retriever, associée à une fatigue généralisée, une distension abdominale accompagnée 
d’ascite et à de multiples nodules hépatiques (Kitchell et al., 2000). Plus récemment, une 
étude a montré que B. henselae et B. koehlerae pourraient être à l’origine de lésions 
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vasculaires prolifératives (Beerlage et al., 2012). Un cas de gammapathie monoclonale 
associé à un syndrome d’hyperviscosité dû à B. henselae a été décrit chez un chien de 3 ans en 
Espagne (Tabar et al., 2011). Les cas de gammapathies monoclonales sont généralement 
rapportés en médecine humaine lors d’infection à B. henselae et B. quintana (Krause et al., 
2003, Sève et al., 2006). 
Peu de modèles expérimentaux sont disponibles chez le chien. Deux études récentes 
rapportent le suivi de chiens après inoculation intradermique de B. henselae. Dans la première 
étude, une séroconversion sans signe clinique est notée, les cultures et les PCR réalisées sur 
sang sont restées négatives. Après autopsie, la présence de bactéries a été mise en évidence 
après ensemencement de la moelle osseuse dans un milieu de culture spécifique à Bartonella 
(Bartonella alpha-Proteobacteria growth medium (BAPGM) (Balakrishnan et al., 2013). Dans 
la deuxième étude, les chiens ont développé des lésions nécrotiques au site d’inoculation, 
mais ne sont pas devenus bactériémiques (Chomel et al., 2014). Aucune bactériémie de 
longue durée n’a été décrite à ce jour chez le chien qui ne semble donc pas être un réservoir 
naturel de B. henselae, mais plutôt un hôte accidentel. 
4.2.2. Bartonella clarridgeiae 
Elle est principalement associée à des cas d’endocardites et d’hépatites lymphocytaires 
(Chomel et al., 2001 ; Gillepsie et al., 2003). Cette bactérie a été détectée chez des chiens 
asymptomatiques au Gabon (Gundi et al., 2004), en Corée (Kim et al., 2009), en Thaïlande 
(Inoue et al., 2009) et en Algérie (Kernif et al., 2010).  
4.2.3. Bartonella koehlerae 
La détection de cette bactérie chez le chien est peu rapportée dans la littérature. Son ADN a 
été identifié chez un boxer atteint d’endocardite en Israël (Ohad et al., 2010). Plus récemment, 
une étude menée sur 61 chiens positifs par PCR à Bartonella spp. a mis en évidence la 
présence de l’ ADN de B. koehlerae chez sept d’entre eux (Pérez et al., 2011). 
4.2.4. Bartonella quintana 
Bartonella quintana a été identifiée chez deux chiens présentant une endocardite aux États-
Unis et en Nouvelle-Zélande (Kelly et al., 2006). L’ADN de cette bactérie a été détecté dans 
le sang et les noeuds lymphatiques de chiens présentant ou non des lymphomes aux États-
Unis (Duncan et al., 2008), et dans le sang de chiens errants en Thaïlande (Bai et al., 2010). Il 
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a été également détecté dans la salive de chiens, suggérant la morsure comme transmission 
possible de cette bactérie (Duncan et al., 2007). 
 
Les chiens infectés par Bartonella spp. peuvent présenter un tableau clinique similaire à celui 
de l’Homme (endocardites, péliose hépatique, lésions vasculaires) (Breitschwerdt et al., 
2010). Les espèces de bartonelles pathogènes pour le chien sont également pathogènes pour 
l’homme (Chomel et al., 2006). Ainsi les chiens pourraient jouer le rôle de sentinelles pour 
les infections humaines (Chomel et Kasten, 2010). 
4.3. Chez l’homme   
4.3.1. Bartonella henselae 
Chez les individus immunocompétents, l’infection à B. henselae est soit asymptomatique, soit 
responsable de la maladie des griffes du chat (MGC) (Regnery et al., 1992 ; Anderson et 
Neuman, 1997 ; Chomel et al., 2004).  
4.3.1.1. Maladie des griffes du chat 
Quelques jours après une griffure de chat infecté par B. henselae, une papule ou une pustule 
apparaît au site d’inoculation de la bactérie (Figure 7A) (Boulouis et al., 2005 ; Chung et al., 
2005). Dans les deux à huit semaines suivantes, une adénopathie survient dans la zone de 
drainage de la lésion cutanée. Le nœud lymphatique est alors douloureux, ferme et tendu. Les 
localisations préférentielles de l’adénopathie sont la région axillaire, cervicale, 
rétromandibulaire et fémorale (Carithers, 1985). Un malaise général, de la fièvre, et des 
céphalées sont parfois rapportés (Zenone, 2011). Plus rarement, les nœuds lymphatiques 
atteints peuvent suppurer (Figure 7B). L’évolution se fait généralement vers la régression 
spontanée en quelques semaines. La MGC touche majoritairement les enfants et les jeunes 
adultes chez qui elle est une des causes les plus communes de lymphadénopathies (Carithers, 
1985 ; Massei et al., 2004).  
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Figure 7. Lésions rencontrées lors d’infection à B. henselae.  
(A) Papule au site d’inoculation de B. henselae après une griffure par un chat. (d’après : 
http://ifr48.timone.univ-mrs.fr/Fiches/Bartonella_henselae.html#toc7), (B) Adénopathie suppurative 
lors de maladie des griffes du chat. (d’après Boillat et Greub, 2008). 
 
4.3.1.2. Endocardites 
Bartonella henselae est à l’origine de nombreux cas d’endocardites, survenant le plus souvent 
sur une pathologie valvulaire préexistante, et affectant majoritairement la valve aortique, 
comme cela a été décrit chez le chien (Raoult et al., 1996 ; Gouriet et al., 2007 ; Chomel et al., 
2009b ; Teoh et al., 2010). Une chirurgie de remplacement valvulaire est généralement 
nécessaire. En raison de la croissance lente de cette bactérie sur les milieux de culture 
classiques, les résultats d’hémocultures sont souvent négatifs chez les patients atteints 
d’endocardite à B. henselae. Le diagnostic se fait alors par sérologie et/ou PCR. B. henselae 
est la cause de 25 % d’endocardites à hémoculture négative en France (Raoult et al., 1996 ; 
Fournier et al., 2001 ; Houpikian et Raoult, 2005).  
4.3.1.3. Angiomatose bacillaire et péliose viscérale 
Chez les individus immunodéprimés, une infection à B. henselae est grave, voire létale, si 
aucun traitement n’est mis en place. Les manifestions les plus fréquentes sont l’angiomatose 
bacillaire, la péliose hépatique et des fièvres avec bactériémie (Slater et al., 1992 ; Welch et 
al., 1992 ; Koehler et al., 2003). Les lésions histologiques observées dans l’angiomatose 
bacillaire se situent dans le derme superficiel et profond, et peuvent s’étendre aux organes. 
Elles se caractérisent par une prolifération des capillaires lobulaires et des cellules 
endothéliales constituant la paroi des néovaisseaux. Ces cellules endothéliales peuvent saillir 
dans la lumière vasculaire et l’obstruer (Riess et al., 2004 ; Edouard et Raoult, 2010). Les 
lésions se présentent sous forme de papules violacées ou de nodules friables et 
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hémorragiques, pouvant évoquer le sarcome de Kaposi ou l’hémangiome épithélioïde 
(Figure 8) (Tappero et Koehler, 1997; Mancuso et al., 2013). Les localisations viscérales se 
retrouvent au niveau du foie, de la rate, du tube digestif, des nœuds lymphatiques et du 
système nerveux (Koehler et Cederberg, 1995). 
La péliose viscérale est une atteinte tissulaire profonde qui se caractérise par une prolifération 
intense des capillaires sinusoïdes du foie, de la rate, du poumon et des nœuds lymphatiques. 
Elle se caractérise par la présence de petites cavités remplies de sang disséminées dans le 
parenchyme (Koehler et al., 1997 ; Ahsan et al., 1998).  
4.3.1.4. Formes atypiques d’une infection à Bartonella henselae 
Elles représentent environ 5 % des cas et peuvent être localisées ou systémiques. 
Formes oculaires : Les affections oculaires sont assez fréquemment rencontrées et touchent 5 
à 10 % des patients (Biancardi et Curi, 2013). Le syndrome oculoglandulaire de Parinaud est 
une manifestation fréquente d’une infection à B. henselae. Il se caractérise par une 
conjonctivite unilatérale granulomateuse et une adénopathie préauriculaire accompagnées 
parfois d’un œdème des paupières. Cette forme clinique est consécutive à l’inoculation de 
l’agent infectieux par voie conjonctivale. Les autres affections oculaires rencontrées sont des 
conjonctivites folliculaires, des uvéites, des infections du vitré, des neurorétinites, des 
décollements de la rétine, des occlusions de l’artère rétinienne (Ormerod et al., 1998 ; 
Ormerod et Dailey, 1999 ; Font et al., 2011 ; Batsos et al., 2013 ; Biancardi et Curi, 2013 ; 
Georgios et al., 2013, Kilonback et al., 2014).  
Formes systémiques : elles sont surtout présentes chez l’enfant. Elles se manifestent par des 
malaises, une dégradation de l’état général avec fatigue et perte de poids. Elles peuvent 
s’accompagner d’hépatomégalie et de splénomégalie granulomateuses (Lamps et Scott, 2004). 
Un cas d’abcès splénique a été décrit chez un adulte immunocompétent (Anyfantakis et al., 
2013).  
Autres formes : elles comprennent des encéphalopathies généralement transitoires qui 
s’accompagnent de troubles neurologiques (irritabilité, perte d’orientation, troubles de la 
mémoire, syndrôme de Guillain-Barré…) (Carman et al., 2013 ; Maggi et al., 2013a ; 
Mascarelli et al., 2013). D’autres manifestations cliniques ont été attribuées à une infection à 
B. henselae : érythème noueux (Naji et al., 2013), arthrites, ostéomyélites (Dusser et al., 
2013 ; Mascarelli et al., 2013), anomalies osseuses détectées par scintigraphie chez des 
enfants (Donoso et al., 2013). Un cas de bactériémie persistante a été décrit pour la première 
fois chez un patient immunocompétent (Maggi et al., 2013a). 
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Les personnes ayant des contacts répétés avec les animaux réservoirs à B. henselae et 
des arthropodes vecteurs constituent des populations à risques (Chang et al., 2006 ; Lin et al., 
2011 ; Maggi et al., 2013b). Ainsi aux États-Unis, 9 % des vétérinaires ont contracté la MGC 
au cours de leur activité professionnelle, et trois d’entre eux étaient bactériémiques au 
moment de l’étude (Noah et al., 1997). Dans les années 2000, la séroprévalence à B. henselae 
était de 1,5 % à Taiwan et de 15 % au Japon chez les vétérinaires et les professions associées 
(assistantes, toiletteuses) (Kumasaka et al., 2001 ; Chang et al., 2006).  
4.3.2. Bartonella clarridgeiae et Bartonella koehlerae 
Bartonella clarridgeiae peut être responsable de MGC (Kordick et al., 1997; Margileth et 
Baehren, 1998). Bartonella koehlerae a été identifiée dans des cas d’endocardites, de troubles 
neurologiques et récemment dans un cas de syndrome douloureux régional complexe de type I 
(algoneurodystrophie) chez un vétérinaire (Avidor et al., 2004 ; Breitschwerdt et al., 2011 ; 
Vera et al., 2013). 
4.3.3. Bartonella quintana 
Bartonella quintana a pour vecteur principal le pou du corps Pediculus humanus corporis et 
pour réservoir principal l’homme (Maurin et Raoult, 1996). Son ADN a été détecté chez C. 
felis, suggérant ainsi un rôle possible de la puce du chat dans le cycle naturel de cette bactérie 
(Rolain et al., 2003b). B. quintana est l’agent responsable de la fièvre des tranchées, ou fièvre 
quintane, qui a décimé un million de soldats pendant la Première Guerre Mondiale (Raoult et 
Roux, 1999 ; Karem et al., 2000). De nos jours, cette bactérie est ré-émergente dans des 
camps de réfugiés en Afrique et chez les sans abris et les patients alcooliques en Europe, aux 
États-Unis et en Russie (Spach et al., 1995b ; Stein et Raoult, 1995 ; Raoult et al., 1998 ; 
Brouqui et al., 1999 ; Raoult et Roux, 1999 ; Rydkina et al., 1999). On parle de « fièvre des 
tranchées urbaine ». La phase aiguë se caractérise par une fièvre accompagnée de vertiges, de 
céphalées et de douleurs osseuses intenses au niveau du dos et des tibias. On observe parfois 
une éruption fugace maculaire ou papuleuse accompagnée d’une hépatomégalie et d’une 
splénomégalie. La fièvre peut persister cinq à six jours. Dans 50 % des cas, des poussées 
fébriles se succèdent à intervalles de cinq à six jours, d’où le nom de fièvre quintane. La phase 
chronique est sans fièvre et se caractérise par une bactériémie prolongée (Brouqui et al., 
1999 ; Foucault et al., 2006). B. quintana est également responsable d’endocardites et 
d’adénopathies chroniques (Drancourt et al., 1995 ; Spach et al., 1995a ; Dimopoulos et al., 
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2012). Chez les patients immunodéprimés, B. quintana est également responsable 
d’angiomatose bacillaire (Figure 8) (Koehler et al., 1992 ; Colson et al., 1996 ; Koehler et al., 
1997 ; Santos et al., 2000 ; Fulchini et al., 2013). Des lyses osseuses peuvent apparaître en 
regard des lésions cutanées (Koehler et al., 1992, Koehler et al., 1997). 
 
 
 
Figure 8. Angiomatose bacillaire lors d’infection à B. quintana chez un patient atteint de 
leucémie chronique.  
(A) multiples nodules et papules vasculaires, (B) lésion de type angiome entouré d’une zone 
érythémateuse (Fulchini et al., 2013). 
 
Les bartonelles sont des bactéries qui colonisent les érythrocytes et les cellules endothéliales 
favorisant ainsi leur vectorisation par des arthropodes hématophages. Leur localisation 
intra-érythrocytaire leur assure également une protection vis-à-vis de la réponse immunitaire 
de l’hôte, et de l’action de certains antibiotiques, rendant leur traitement difficile. B. henselae 
et B. quintana sont capables de stimuler l’angiogénèse : elles induisent une prolifération 
anormale des cellules endothéliales des petits capillaires sanguins, tout d’abord au niveau 
cutané et dermique puis sous-cutané. Cette prolifération vasculaire est à l’origine des lésions 
vasculaires prolifératives observées lors d’angiomatose bacillaire ou de péliose viscérale 
chez les individus immunodéprimés. B. henselae est l’espèce de bartonelle la plus répandue et 
c’est un important agent de zoonose. Chez son réservoir, le chat, l’infection est généralement 
asymptomatique. Chez le chien, les manifestations cliniques décrites se rapprochent souvent 
de celles de l’homme. Chez l’homme, une infection à B. henselae peut parfois être très grave 
chez les individus immunodéprimés.  
Le vecteur principal de cette bactérie est la puce du chat C. felis. Une bonne connaissance 
des interactions entre B. henselae et son vecteur est nécessaire afin d’envisager des moyens 
de prévention de sa transmission. 
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CHAPITRE III 
 
C. felis, vecteur de Bartonella spp. 
 
Travaux personnels 
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Ce chapitre est consacré à l’étude du rôle vecteur de C. felis pour B. henselae. Après une 
brève synthèse des informations disponibles dans la littérature, nous présentons nos travaux 
expérimentaux. 
 
Les premières études établissant clairement un lien entre l’angiomatose bacillaire, la maladie 
des griffes du chat (MGC) et C. felis, datent des années 1990. Zangwill et al. (1993) ont 
montré que la majorité des patients atteints de MGC était généralement propriétaires d’un chat 
de moins de 12 mois, avaient un antécédent de griffure ou de morsure par leur chat, et que ce 
dernier était infesté de puces. Bartonella henselae a été identifiée pour la première fois dans la 
puce du chat par Koehler et al. en 1994. Par la suite, Flexman et al. (1995) ont isolé l’ADN de 
B. henselae à partir des  puces et du sang d’un chat dont le propriétaire était atteint de MGC. 
Ce même isolement a été réalisé chez des chats dont les propriétaires présentaient les signes 
cliniques d’une angiomatose bacillaire (Koehler et al., 1996). Enfin, les chats infestés par des 
puces sont plus souvent contaminés par B. henselae que les chats non infestés (Chomel et al., 
1995).  
Le rôle vecteur de C. felis a été démontré pour la première fois par Chomel et al. en 1996. Le 
transfert de puces de chats bactériémiques à des chats SPF a entraîné une bactériémie dans un 
délai de deux à six semaines. Cette transmission ne s’est pas produite lorsque des chats 
bactériémiques ont été mis en contact avec des chats SPF en l’absence de puces (Chomel et 
al., 1996). Dans ces conditions, la transmission ne se fait pas par contact direct de 
type griffure, morsure, léchage, partage de repas et de litière ou accouplement (Abbot et al., 
1996 ; Guptill et al., 1997 ; Guptill et al., 1998). Les puces sont donc nécessaires à la 
transmission de B. henselae chez le chat. Lorsque des puces sont gorgées sur un nourrisseur 
artificiel avec du sang contenant B. henselae, les bactéries sont détectées dans le tube digestif 
des puces dès trois heures après le début du repas contaminant. Elles persistent par la suite 
dans le tube digestif et sont excrétées viables dans les déjections pendant au moins neuf jours 
(Higgins et al., 1996). Une fois dans le milieu extérieur, les bactéries survivent au moins trois 
jours dans les déjections (Finkelstein et al., 2002). Le mode de transmission de B. henselae 
par C. felis a été investigué chez le chat par Foil et al. (1998). Pour cela, des puces ont été 
placées pendant quatre jours sur chats bactériémiques à B. henselae. Les puces et leurs 
déjections ont ensuite été récoltées. Un premier groupe de chats SPF a ingéré un mélange de 
puces et de leurs déjections, un deuxième groupe également SPF a reçu une injection 
intradermique des déjections et enfin, le dernier groupe de chats SPF a été exposé à des puces 
placées sur leur flanc, et maintenues dans des petites cages permettant aux puces de piquer, 
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mais empêchant le contact entre leurs déjections et la peau du chat. Seule l’inoculation 
intradermique de fèces a conduit à une séroconversion et à une bactériémie chez les chats 
receveurs. Dans cette étude, la transmission par la piqûre n’a quant à elle pas été démontrée. 
Dans l’état des connaissances actuelles, le rôle de la salive comme source d’infection pendant 
le repas sanguin n’a pas encore clairement été prouvé (Chomel et al., 2009a). 
Les puces contaminées par B. henselae émettent des déjections contenant des bactéries sur le 
pelage d’un chat infesté. Ce dernier contamine sa bouche et ses griffes en se toilettant ou en se 
grattant. De l’ADN de Bartonella spp. a en effet été détecté sur des écouvillons gingivaux et 
dans les bourrelets unguéaux de chats (Lappin et Hawley, 2009 ; Oskouizadeh et al., 2010). 
Les maladies parodontales associées à une infection à B. henselae sont parfois à l’origine de 
saignements gingivaux qui peuvent contaminer la salive du chat (Koehler et al., 1994 ; 
Chomel et al., 1996). Les bactéries sont ainsi inoculées lors de griffures ou de morsures. En 
caressant un animal infecté hébergeant des puces, il est possible de souiller ses doigts par les 
déjections de puces. Puis en se frottant l’œil, les déjections contaminantes sont inoculées 
directement sur la conjonctive. C’est l’explication du mode de contamination lors du 
syndrome de Parinaud, pour lequel il n’est pas fait mention de griffures (Escarmelle et al., 
2004). La compétence vectorielle de C. felis vis-à-vis de B.henselae est donc avérée. 
Comme nous l’avons présenté dans le chapitre précédent, l’ADN de plusieurs espèces de 
Bartonella a été détecté chez C. felis (voir Tableau 1), suggérant un rôle possible de cette 
puce dans le cycle évolutif de ces différentes espèces de bartonelles. C’est le cas de B. 
clarridgeiae, et de B. quintana, espèces zoonotiques responsables respectivement de la MGC 
et de la fièvre des tranchées. Dans de nombreux pays du monde, les rongeurs pourraient être 
des réservoirs d’autres espèces de bartonelles zoonotiques pour l’homme. B. tribocorum et B. 
elizabethae, par exemple, ont été détectées chez des patients atteints de fièvre aiguë (Kosoy et 
al., 2010). La transmission au sein du réservoir animal et à l’homme n’est pas connue, et le 
rôle des puces retrouvées sur les rongeurs a été suggéré (Bai et al., 2009). À notre 
connaissance, le rôle de la puce du chat dans ce type de transmission n’a pas fait l’objet de 
recherche approfondie, malgré la faible spécificité d’hôtes de C. felis, et sa fréquente 
détection chez des rongeurs, comme le rat ou la souris. Les fèces de puces semblent être le 
matériel infectieux le plus important, et la voie de contamination principale serait 
l’inoculation intradermique de ces dernières. 
Des études utilisant des nourrisseurs artificiels ont montré que C. felis, une fois infectée, 
pouvait contaminer du sang sain avec des agents pathogènes comme le virus du FeLV, ou 
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avec R. felis lors d’un repas ultérieur (Vobis et al., 2005 ; Hirunkanokpun et al., 2011). Ce 
type d’étude n’a jamais été réalisé pour C. felis et Bartonella spp. 
La transmission verticale transovarienne de Bartonella spp. chez la puce a été peu investiguée 
et des conclusions contradictoires sont trouvées dans la littérature. L’ADN de Bartonella spp. 
a été identifié dans les ovaires de puces collectées sur des renards roux, des chiens de prairies 
(Brinkerhoff et al., 2010) ou des petits rongeurs (Kabeya et al., 2011). Suite à ces résultats, les 
auteurs ont suggéré une transmission verticale de Bartonella spp. chez la puce (Brinkerhoff et 
al., 2010). Dans une autre étude, des puces X. ramesis nourries sur rongeurs infectés par 
Bartonella spp. se sont contaminées, mais n’ont pas transmis les bactéries aux œufs et aux 
larves de la génération suivante (Morick et al., 2011). L’hypothèse de transmission verticale 
de Bartonella spp. chez la puce a alors été réfutée (Chomel et al., 2011). Cependant, la 
transmission verticale de Bartonella spp. n’a fait l’objet d’aucune étude chez C. felis. 
Ainsi, de nombreuses inconnues persistent dans les connaissances du rôle vecteur de 
C. felis pour Bartonella spp. Nous avons donc choisi d’explorer le rôle vecteur de cette espèce 
de puce pour cinq espèces de Bartonella spp disponibles au laboratoire de l’UMR BIPAR de 
l’ANSES, Maisons-Alfort. Pour cela, nous avons étudié, les possibilités de persistance chez 
C. felis de B. henselae, B. quintana, B. clarridgeiae, B. birtlesii et B. tribocorum, ces deux 
dernières espèces étant adaptées aux rongeurs et jamais détectées chez ce vecteur, ainsi que la 
capacité de transmission horizontale et verticale de ces espèces via les œufs et les larves de 
cette puce. Ces résultats sont présentés et discutés dans l’Article II publié en 2013 dans 
Comparative Immnulogy, Microbiology and Infectious Diseases et intitulé : 
« Ctenocephalides felis an in vitro potential vector for five Bartonella species ».  
 
En outre, B. henselae persisterait au moins neuf jours dans le tube digestif de la puce et serait 
capable de s’y multiplier tout en conservant son pouvoir infectant (Higgins et al., 1996). Ces 
résultats ont été rapportés dans une seule étude, et obtenus par PCR classique et 
immunofluorescence indirecte qui sont respectivement une méthode qualitative et une 
méthode semi-quantitative. La durée maximale de présence de B. henselae dans son vecteur 
n’a pas été à notre connaissance encore clairement définie. De plus, la capacité de 
multiplication au sein de C. felis nécessiterait également d’être évaluée plus finement. Aussi, 
nous avons développé un protocole de PCR en temps réel afin de répondre à ces deux 
objectifs. Nos travaux ont fait l’objet de l’Article III intitulé « Assessment of persistence of 
Bartonella henselae in Ctenocephalides felis » paru en 2013 dans Applied and 
Environmental Microbiology.  
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1. Contamination expérimentale de C. felis par Bartonella spp.  
Les contaminations des puces de l’espèce C. felis par différentes souches de Bartonella spp 
ont été réalisées en laboratoire à l’aide de nourrisseurs artificiels à membrane. 
1.1. Élevage de puces  
Les puces utilisées proviennent d’un élevage de C. felis maintenues dans notre laboratoire 
depuis 1990. L’élevage a été mis en place à partir de puces récoltées sur un chat européen de 
la région toulousaine. Le gorgement des puces adultes, indispensable à la reproduction, est 
réalisé sur des chats Européens n’ayant reçu aucun traitement insecticide dans les trois mois 
précédents leur utilisation. Ces animaux sont placés en cage individuelle et sur caillebotis, 
dans un local maintenu à une température constante de 20 ± 1 °C et à un taux d’humidité 
relative de 55 ± 5 %. Le nombre de puces utilisé pour infester les chats dépend des besoins de 
production pour les différentes études. En moyenne, chaque chat reçoit entre 50 et 80 puces 
par semaine, avec un sex ratio proche de 1. Les œufs sont récoltés toutes les 48 heures sur un 
plateau métallique situé sous le caillebotis de chaque cage. Le contenu de chaque plateau est 
filtré par un tamis métallique de 630 µm de maille, retenant les divers débris et laissant ainsi 
passer les œufs et les déjections de puces. Ces œufs sont ensuite mélangés à un milieu nutritif 
constitué de sable, d’aliments pour carnivores sous forme de croquettes broyées, et de sang 
lyophilisé. L’évolution de l’œuf à l’adulte est achevée entre 15 et 21 jours, en étuve à une 
température de 27 ± 1 °C et à un taux d’humidité relative de 75 ± 5 %.  
1.2. Gorgement artificiel sur nourrisseur à membrane et contamination des puces 
Pour assurer le gorgement des puces, quelques heures ou quelques jours après l’émergence de 
leur cocon, un système de nourrisseur à membrane est utilisé (voir Figure 9). Dans ce 
système, l’eau maintenue à 38 °C circule dans la chambre extérieure du nourrisseur. La 
chambre intérieure fermée en partie basse par la membrane contient le sang. Les puces, en 
quantité connue, sont placées dans une petite cage dont la partie supérieure est mise en 
contact avec la membrane, à travers laquelle les puces piquent. Le maillage de la partie 
inférieure de la cage assure le passage des œufs et des déjections qui sont récoltées dans une 
boite en plexiglas placée sous les puces. Les déjections et les œufs sont ainsi séparés des 
puces. Le sang contenu dans le nourrisseur peut être contaminé par un ou plusieurs agents 
pathogènes en quantité connue et suivant les besoins des études. Ce système a été mis en 
œuvre pour les deux études publiées ci-après. 
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Figure 9. Système de gorgement des puces sur nourrisseur à membrane. 
Les puces C. felis sont placées dans une petite cage (A) positionnée sous une membrane en parafilm. 
Le sang présent dans le nourrisseur contient du sang mélangé à une suspension de Bartonella spp. Les 
puces se nourrissent en piquant à travers la membrane, les déjections et les œufs tombent dans le 
collecteur placé sous la cage contenant les puces (B).  
 
Pour nos études, 500 ou 1000 C. felis adultes, âgées de 10 à 12 jours, se sont gorgées avec du 
sang de chien contenant une suspension bactérienne d’une des cinq espèces de Bartonella spp 
suivante : B. henselae, B. tribocorum, B.birtlesii, B. clarridgeiae et B. quintana. Les puces 
sont exposées à ce sang contaminé pendant 48 heures. Ce sang est ensuite remplacé par du 
sang de chien sain jusqu’à la fin de chaque étude et renouvelé toutes les 24 heures. À chaque 
changement de sang, le nourrisseur est lavé et désinfecté et une membrane neuve est installée. 
De même, les puces, leurs déjections, les œufs émis et le reste de sang contenu dans le 
nourrisseur sont prélevés pour la recherche d’ADN bactérien par PCR. 
En fonction des essais, le volume de sang nécessaire quotidiennement variait de 5 ml (pour 
une série de puces) à 15 ml (pour 3 séries de puces). Pour éviter toute variabilité, le même 
animal a été utilisé tout au long d’une série (6 à 12 jours de durée en fonction des essais). C. 
A 
B 
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felis étant peu spécifique et se nourrissant aussi bien sur chien que sur chat, il nous a été plus 
aisé d’utiliser du sang de chien pour nos études. Les chiens utilisés pesant entre 12 et 13 kg, 
un prélèvement de 15 ml de sang par jour correspond à environ 1 % de leur volume de sang 
total, respectant ainsi les recommandations de Diehl et al. (2001). 
1.3. Viabilité des bactéries dans les puces ou leurs fèces 
La mise en évidence d’ADN bactérien (une région conservée du gène de la citrate synthase ou 
le gène BH02390 pour B. henselae) dans les puces ou dans leurs déjections ne permet pas de 
déterminer s’il provient de bactéries vivantes ou mortes. Afin de démontrer la viabilité des 
bactéries mises en évidence par leur ADN, deux études préalables ont été réalisées. Dans un 
premier temps, les puces ont été nourries pendant 48 heures avec du sang de chien contenant 
une suspension de B. henselae, puis elles ont été nourries pendant trois jours avec du sang 
sain. La recherche d’ADN bactérien a été effectuée pendant les trois jours suivant le repas 
contaminant dans les puces, leurs déjections et dans le sang sain sur lequel elles se sont 
nourries. Tous les prélèvements effectués ont été positifs. Dans un second temps, les puces 
ont été exposées pendant 48 heures à du sang contenant une suspension de bactéries tuées 
préalablement dans une solution de kanamycine à 50 µg/ml pendant 24 heures à température 
ambiante. Elles ont ensuite été exposées à du sang sain pendant trois jours. L’efficacité 
d’action de la kanamycine contre B. henselae a été démontrée auparavant par l’absence de 
colonies suivant l’ensemencement d’une gélose au sang par cette solution. Au cours des 48 
heures de gorgement avec la suspension de bactéries mortes, l’ADN de B. henselae a été 
détecté dans les puces et dans leurs déjections prouvant la contamination des puces. Après 24 
heures de gorgement sur du sang sain, l’ADN bactérien n’est déjà plus détecté dans les puces, 
leurs déjections ni dans le sang du nourrisseur. Les mêmes résultats ont été obtenus au cours 
des deux jours de suivis supplémentaires. Ainsi, en 24 heures, les bactéries tuées sont 
éliminées de l’organisme de la puce. Seules les bactéries vivantes semblent ainsi pouvoir 
persister dans les puces. Par extension, cette étude montre que l’ADN bactérien détecté dans 
les puces et leurs déjections au-delà de 24 heures de gorgement sur sang sain correspond à de 
l’ADN de bactéries vivantes dans les puces.  
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The  blood-sucking  arthropod  Ctenocephalides  felis  has  been  conﬁrmed  as  a  vector  for Bar-
tonella henselae  and is  a suspected  vector  for Bartonella  clarridgeiae,  Bartonella  quintana  and
Bartonella koehlerae  in Bartonella  transmission  to  mammals.  To  understand  the absence  of
other Bartonella  species  in  the  cat  ﬂea,  we have  developed  an  artiﬁcial  ﬂea-feeding  method
with blood  infected  successively  with  ﬁve  different  Bartonella  species.  The  results  demon-
strated  the ability  of  these  ﬁve  Bartonella  species  to persist  in  C.  felis  suggesting  an  ability
of ﬂeas  to be a potential  vector  for several  Bartonella  species.  In addition,  we  demonstrated
a regurgitation  of Bartonella  DNA  in uninfected  blood  used  to feed  C. felis  thus  suggesting
a potential  horizontal  transmission  of  Bartonella  through  C. felis  saliva.  On  the  contrary,  no
vertical transmission  was  detected  in these  artiﬁcial  conditions.
© 2012 Elsevier Ltd. All rights reserved.
1. Introduction
Bartonellae are Gram-negative bacteria belonging to the
class  of alpha-proteobacteria and have vertebrates as reser-
voir/host.  Animal hosts of Bartonellae include cats, dogs,
rabbits, bovines, and multiple rodent species [1,2]. Among
the  26 species and subspecies of Bartonella described,
about half are known to infect healthy or immunocom-
promised humans [3–5]. These bacteria can infect and
invade erythrocytes and endothelial cells leading to persis-
tent  infections and some Bartonella species were associated
with  endocarditis, bacillary angiomatosis and myocardi-
tis  [6–9]. Among these species, three are associated with
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well characterized diseases: Carrion disease for Bartonella
bacilliformis (B. bacilliformis), trench fever for Bartonella
quintana (B. quintana) and cat scratch disease for Bartonella
henselae (B. henselae) [10]. Various arthropods showed the
ability  to be potential vectors for transmission of Bartonella
to  a mammalian host. The list of arthropods species found
naturally infected with Bartonella is still growing [11,12].
To  date, ﬁve arthropods were conﬁrmed as competent vec-
tors  for Bartonella: the sandﬂy Lutzomyia verrucarum for B.
bacilliformis  [13], the louse Pediculus humanus humanus for
B.  quintana [14], Ctenophtalmus nobilis for Bartonella gra-
hamii  and Bartonella taylorii [15] and Ctenocephalides felis
(C.  felis) for B. henselae [16] and Ixodes ricinus for Bartonella
birtlesii [17]. C. felis commonly called the “cat’s ﬂea” is the
most  common external parasite found worldwide on cats
and  dogs [18–20]. There are four recognized subspecies of
C.  felis all of them mainly parasites of carnivores: C. felis
strongylus (Jordan, 1925) and C. felis damarensis [21] mainly
found  in Africa, C. felis orientis in southeast Asia and in the
East  Indies [22] and C. felis felis (Bouché, 1835) in North
0147-9571/$ – see front matter ©  2012 Elsevier Ltd. All rights reserved.
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America, North Africa and Europe. C. felis is a sedentary par-
asite  spending almost its entire life on their host [23] and
rarely  move from on host to the other [24]. Once adult ﬂies
had  acquired a host, the blood meal starts almost immedi-
ately. Female C. felis can gain until 15 times their weight in
blood;  they can consume 13.6 L of blood daily [23]. Real
Time  PCR assays performed on C. felis fed on dogs showed
that  after 15 min  spent on their host almost all ﬂeas were
similarly engorged and the amount of blood uptake was
1.1  nL for both males and females. Saturation uptake was
observed at 30 min  and 60 min  after the introduction of
ﬂeas  on dogs and was 118 and 100 nL of blood respectively
[25]. Feces (or dejection) are small dark pellets of dried
blood and their emission occurs quickly after the begin-
ning  of the blood meal: on membrane feeding system they
were  excreted within the 8–9 min  after the contact with
blood [23]. Consumption of blood is necessary before C. felis
could  initiate reproduction. Mating occurs after ﬂeas have
fed.  Females lay between 20 and 30 eggs per day. Laid eggs
fall  onto the ground and after three larval stages give rise
to  nymphs followed by adults. After hatching, the young
adults or imago, jump onto the host animal [23,26]. C. felis
has  been experimentally shown as a competent vector for
B.  henseleae transmission. Fleas collected from bacteriemic
cats were placed on ﬁve speciﬁc-pathogen-free cats. After
2  weeks, four cats were found bacteriemic for B. henselae
[16]. C. felis acquire B. henselae after feeding on infected
cat and the bacteria persists in ﬂeas and feces [27,28].
The potential mechanisms of transmission of B. henselae
among cats could include the inoculation of contaminated
ﬂea feces through skin lesions, ingestion of infected ﬂeas
or  infected feces. A successful transmission was demon-
strated after intradermal injection of ﬂea feces to cats [29].
More  recently Bradbury and Lappin conﬁrmed that C. felis
can  transmit B. henselae among cats and that cats treated
with a topical combination of imidacloprid and moxidectin
were efﬁciently protected from ﬂeas infestations and thus
from  B. henselae transmission [30]. For human B. henselae
infection could occur when ﬂea fecal material is introduced
via  cat scratch or bite [31]. The contamination of a woman
with  B. quintana, following a bite by a feral cat, was
demonstrated. Although the contamination route of cats
in  this study remained unknown authors suggested a ﬂea
transmission to the cats [32]. B. quintana infections were
reported for patients with close contact with cats and ﬂea-
infested  kitten [33,34]. DNA of B. henselae, B. clarridgeiae, B.
quintana  and B. koehlerae was detected in ﬂeas collected in
France.  These ﬁndings led the authors to propose that C. felis
was  a potential vector for B. clarridgeiae, B. quintana and B.
koehlerae  [35]. The detection of these species in ﬂeas was
also  described in many other countries [36]. Besides Bar-
tonella  transmission, ﬂeas can be vectors of several other
pathogens such as Mycoplasma spp., Rickettsia felis [35–37]
and  are intermediate host for the tapeworm Dipylidium
caninum present in both cats and dogs [38]. The absence
of  others Bartonella species than B. henselae, B. clarridgeiae,
B.  quintana and B. koehlerae in cat ﬂeas may  be related to
the  speciﬁcity of ﬂeas toward their hosts which are ani-
mal  reservoirs for these four Bartonella species. Another
explanation may  be that only B. henselae, B. clarridgeiae, B.
quintana  and B. koehlerae are able to survive and develop
inside C. felis. To investigate this question, we undertook
the feeding of C. felis with blood artiﬁcially infected with
ﬁve  Bartonella species whose genomes were sequenced.
The vertical transmission of these ﬁve Bartonella species in
C.  felis was  checked. Finally, we investigated for the con-
tamination of free-fresh-blood by C. felis already fed on
infected blood.
2.  Materials and methods
2.1.  Bacterial strains
Five  reference strains of Bartonella were used: B. hense-
lae  Houston-1 ATCC 49882 [39], B. tribocorum CIP 105476T
[40],  B. quintana str. Toulouse [41], B. birtlesii LL-WM9  [42]
and  B. clarridgeiae 73 [43].
2.2. Media and growth conditions
All  Bartonella strains were grown on sheep blood agar
medium (CBA) (BioMerieux, Craponne, France) in humid-
iﬁed  atmosphere at 35 ◦C in 5% CO2 atmosphere. For ﬂea
infection assays, Bartonella strains were collected after 5
days  growth on CBA plates and suspended in PBS sterile
buffer. The bacterial suspension was diluted with PBS to
obtain  a cell density of 2 × 108 bacteria per ml.  The survival
of  bacteria in PBS buffer was  not signiﬁcantly decreased
after 24 h storage at room temperature (data not shown). To
obtain  dead Bartonella, Kanamycin was added to bacterial
suspension at 50 g/ml ﬁnal concentration and incubates
one night at room temperature.
2.3.  Fleas maintenance and supply
Strain C. felis (Siphonaptera: Pulicidae) originating from
a  wild strain harvested from a cat has been maintained
on cat under laboratory conditions since 1990. A new
generation is obtained every 2–4 weeks. Fleas were con-
trolled to be PCR negative for Bartonella spp. using primers
CS.140 5′-TTACTTATGATCCTGGTTTTAC-3′ and BhCS 5′-
AATGCAAAAAGAACAGTAAACA-3′ [44].
2.4. Feeding of C. felis with Bartonella spp.-infected blood
Dog  blood used in all experiments was  obtained from 3
beagles  (15 ml  obtained from each dog) from the Ectopar-
asite Laboratory of the National Veterinary School in
Toulouse, France. The absence of Bartonella spp. in the
blood  of these dogs was conﬁrmed by PCR using primers
CS.140 5′-TTACTTATGATCCTGGTTTTAC-3′ and BhCS 5′-
AATGCAAAAAGAACAGTAAACA-3′ [44]. Lithium heparin-
coated vacutainer tubes (Venosafe, Terumo Europe) were
used  to draw blood by venipuncture. Blood functional com-
plement  was  deactivated by maintaining blood samples
at  room temperature for 1 h after blood test and before
storing them at 4 ◦C. Blood samples were stored less than
48  h at 4 ◦C. When required, Kanamycin, that kills B. hense-
lae,  was added to blood at 50 g/ml ﬁnal concentration.
Kanamycin was previously determined to have no impact
on  C. felis feeding, viability and eggs production (data not
shown).  500 unfed (males and females aged between 8–10
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days) ﬂeas were placed in Plexiglas box in contact with a
glass  feeder closed at the bottom by a Paraﬁlm membrane.
To stimulate ﬂeas blood-feeding, a constant temperature
(38.5 ◦C) was maintained by a water-jacket circulation sys-
tem  through the glass feeder. For blood infection, 500 L
of  Bartonella spp. suspension at a concentration of approx-
imately 2 × 108 bacteria per ml  in PBS were added to 5 ml
of  blood. The viability of Bartonella spp. after 2 h incubation
in  blood was performed by the numeration of bacteria on
sheep  blood agar plates. Fleas were fed on glass feeders for
5  days. The ﬁrst two days with blood infected with bacte-
ria  and the following 3 days with uninfected blood. Day 0
stands  for the ﬁrst day ﬂeas were in contact with infected
blood. On day 0 before exposure to contaminated blood,
ﬂeas  were sampled and controlled to be PCR negative for
Bartonella. Every 24 h, the glass feeder was cleaned with a
quaternary  ammonium disinfectant (Anios, D.D.S.H., Labo-
ratoires  Anios) and then with clear water, a new Paraﬁlm
membrane was stretched and blood was changed. At the
same  time, 1 ml  of blood was collected from the feeder and
dejections (feces), eggs and 3–5 still alive engorged ﬂeas
were  collected. Ethanol 70% was added to ﬂeas eggs and
dejections samples and samples were stored at −20 ◦C until
PCR  analysis were performed.
2.5.  Extraction of DNA from samples
DNA was extracted from all samples by using the Nucle-
ospin Tissue kit according to the company’s instructions
(NucleoSpin® Tissue, Macherey-Nagel). The quantity of
biological material used for DNA extraction was 3–5 ﬂeas,
about  30–40 mg  of feces, around twenty eggs and 200 L of
blood.  The ﬂeas, eggs and feces were incubated overnight
at  56 ◦C for the pre-lyse step. Before the pre-lyse step, ﬂeas
were  incised with a scalpel. For all sample, the ﬁnal elution
volume was 100 L. The concentration of DNA extraction
in all samples was calculated using Nanodrop spectropho-
tometer (NanoDrop 2000, Thermo Scientiﬁc).
2.6. PCR ampliﬁcation
DNA  of Bartonella species was detected by ampli-
ﬁcation of a 1137-bp fragment of the gltA gene by
primers CS.140 5′-TTACTTATGATCCTGGTTTTAC-3′ and
BhCS  5′-AATGCAAAAAGAACAGTAAACA-3′ [44]. Compari-
son  of Bartonella genomes yet sequenced have shown that
the  gene BH02390 was only present in the B. henselae strain
Houston  1 genome (https://www.genoscope.cns.fr/agc/
microscope/home/index.php).  This gene encodes for
a putative ABC transporter permease protein. Two
primers, bh2390fo 5′-GGTGAATGTGTGCAAAGTTTTAAG-
3′ and bh2390re 5′-CCAATAAACGCCAACAAAGAC-3′ were
designed to amplify a 1052-bp fragment containing B.
henselae  bh02390 gene. DNA of C. felis was detected by
ampliﬁcation of a fragment of C. felis 18S rDNA using
primers Cf18S 5′-TGCTCACCGTTTGACTTGG-3′ and Cf18S
5′-GTTTCTCAGGCTCCCTCTCC-3′ [45]. Ampliﬁcations were
performed with at least 20 ng of DNA extract for feces and
blood  samples and 10 ng of DNA extract for ﬂeas. Each
reaction was conducted in a total volume of 20 L with
0.5  M of each primer, 200 M of each dNTP, 4 L of 5×
PCR buffer G/C, and 0.02 U/L of Taq DNA polymerase
(Phusion® High-Fidelity DNA Polymerase, Thermo Scien-
tiﬁc).  The PCR program was: an initial denaturation step
for  30 s at 98 ◦C followed by 35 cycles of denaturation for
10  s at 98 ◦C, annealing for 30 s at 55 ◦C, and extension for
1  min  at 72 ◦C; and a ﬁnal extension step at 72 ◦C for 7 min.
The  amplicons were analyzed using electrophoresis on a
1.2%  agarose gel, followed by ethidium bromide staining
and  visualization on a UV transilluminator.
3. Results
3.1. B. henselae persistence in C. felis
We ﬁrst validated our ﬂea feeding method with blood
infected with B. henselae. During 5 days, ﬂeas were fed with
infected  blood and the presence of B. henselae was assessed
in  ﬂeas and their feces using PCR method (Table 1). Previ-
ous  paper showed that B. henselae could persist in the ﬂea
gut  for up to 9 days since they were detected in ﬂea feces
[27].  An increase of the B. henselae population inside the
gut  ﬂea was  shown, using immunoﬂuorescence [27]. We
investigated the same question by comparing the ability of
living  or dead bacteria to be detected inside the ﬂea. Fleas
were  fed two days with blood infected with B. henselae and
then  up to 5 days with uninfected blood. Same experiments
were performed in parallel with dead bacteria obtained
after one night exposure to Kanamycin before blood inocu-
lation.  As seen in Table 1, DNA of B. henselae can be detected
in  ﬂeas and ﬂea feces from day 1 to day 5. This show a per-
sistence of the bacteria inside the ﬂeas even when feeding
with  inoculated blood stopped. When killed bacteria were
used  to feed ﬂeas, B. henselae DNA was  detected only on
day  1 and 2. For day 3 to day 5, only PCR performed with
primers speciﬁc to C. felis produce ampliﬁcation fragment
(Table 1). No ampliﬁcation was  obtained with primers spe-
ciﬁc  for B. henselae thus showing that bacteria were rapidly
cleared from ﬂeas and feces when feeding with infected
blood ceased.
3.2.  No vertical transmission of B. henselae in C. felis
To determine a potential vertical transmission of B.
henselae in C. felis, eggs laid by C. felis infected with B.
henselae were harvested and tested by PCR (Table 2). As
seen  in Table 2, DNA of B. henselae was not detected in
eggs  obtained on day 2 to day 5 while DNA of C. felis was
detected. These results show the absence of B. henselae in
the  eggs laid by C. felis infected with B. henselae and suggest
that  there is no vertical transmission in these conditions.
3.3. Regurgitation of B. henselae DNA during the C. felis
in  vitro blood-meal
Many  studies suggested that the biting ﬂies, lice, ﬂeas,
or  ticks can transmit Bartonella spp. during the blood meal
[46].  B. henselae and B. birtlesii were demonstrated as being
able  of replication in the ticks I. ricinus salivary glands, after
an  experimental feeding on membrane with B. henselae
or  B. birtlesii-contaminated blood [47,17]. Using electronic
microscopy, ricketsia like organisms were identiﬁed in
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Table 1
Detection of B. henselae alive or killed in the feces, ﬂeas and blood.
Sampling day B. henselae strain Houston 1 B. henselae strain Houston 1 killed
C. felis 18S rDNA fragment BH2390 fragment C. felis 18S rDNA fragment BH2390 fragment
Feces Day 1 + + + +
Day 2 + + + +
Day 3 + + + −
Day 4 + + + −
Day 5 + + + −
Fleas Day  0 + −  + −
Day 1 + + + +
Day 2 + + + +
Day 3 + + + −
Day 4 + + + −
Day 5 + + + −
Blood Day 0 − − − −
Day 1 + + + +
Day 2 + + + +
Day  3 + + + −
Day 4 + + + −
Day 5 + + + −
Detection of B. henselae DNA was performed by PCR using primer speciﬁc BH2390. Detection of C. felis DNA was performed by PCR using primers speciﬁc
C.  felis 18S rDNA. Results obtained on days when C. felis were fed with blood infected with B. henselae alive or killed, are highlighted in gray. +, positive; −,
negative.
salivary glands of C. felis fed on cats infected by R. felis
[45]. This result suggests a horizontal transmission of this
bacterium by C. felis. The question raised in the current
study was to determine if the ﬂeas C. Felis, was  able to
regurgitate Bartonella spp. DNA while the blood meal. Fleas
were  fed with infected blood during 2 days and then with
uninfected blood during 3 days. B. henselae DNA was suc-
cessfully ampliﬁed in all blood samples from day 1 to day
5  (Table 1). The presence of B. henselae DNA in blood, after
feeding, days 3–5 suggested then a potential regurgitation
of the pathogens during the ﬂea blood-meal. In addition,
no  B. henselae DNA was ampliﬁed from the blood sam-
ples  collected from day 3 to day 5, after feeding, when the
ﬂeas  were fed the ﬁrst two days with blood infected with
killed  B. henselae (Table 1). This result shows that regurgi-
tation of B. henselae DNA by C. felis occurred only with living
bacteria.
3.4.  Persistence of B. tribocorum, B. quintana, B. birtlesii
and B. clarridgeiae in C. felis
Among the 26 species or subspecies of Bartonella known,
only  DNA of B. henselae, B. clarridgeiae, B. quintana and
B.  koehlerae were found in the ﬂea C. felis [12,36]. These
observations lead to questioning whether there is a speci-
ﬁcity  of ﬂeas toward reservoir hosts of these four Bartonella
species or whether only these Bartonella species can persist
inside  C. felis. To answer this question, C. felis has been fed
with  blood infected with living B. tribocorum, B. quintana,
B.  birtlesii or B. clarridgeiae. DNA of B. claridgiae and B. quin-
tana  was detected in feces and ﬂeas and from day 1 to day 5
even  when ﬂeas were fed with non infected blood from day
3  to day 5 (Table 3). Also, similarly with B. henselae, positive
PCR  detection suggests regurgitation of B. claridgiae and B.
quintana  in blood. These results demonstrated the ability
Table 2
Detection of Bartonella species in eggs.
Day 0 Day 1 Day 2 Day 3 Day 4 Day 5
B. henselae strain
Houston  1
C. felis 18S rDNA fragment / /a + + + +
GltA  fragment / /a − − − −
B.  tribocorum CIP
105476
C. felis 18S rDNA fragment / /a + + + +
GltA  fragment / /a − − − −
B.  quintana str. Toulouse C. felis 18S rDNA fragment / /a + + + +
GltA  fragment / /a − − − −
B.  birtlesii LL-WM9 C. felis 18S rDNA fragment / /a + + + +
GltA  fragment / /a − − − −
B.  clarridgeiae 73 C. felis 18S rDNA fragment / /a + + + +
GltA  fragment / /a − − − −
Detection of DNA of Bartonella species was  performed by PCR using primer speciﬁc gltA. Detection of C. felis DNA was performed by PCR using primers
speciﬁc  C. felis 18S rDNA. Results obtained on days when C. felis were fed with blood infected by B. henselae alive, are highlighted in gray. +, positive; −,
negative;  /, no samples.
a Not laying.
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Table 3
Detection of Bartonella species in the feces, ﬂeas and blood.
Day 0 Day 1 Day 2 Day 3 Day 4 Day 5
B. henselae strain
Houston  1
Fleas − + + + + +
Feces / + + + + +
Blood − + + + + +
B.  tribocorum CIP
105476
Fleas − + + + + +
Feces / + + + + +
Blood − + + + + +
B.  quintana str. Toulouse Fleas  − + + + + +
Feces / + + + + +
Blood − + + + + +
B.  birtlesii LL-WM9 Fleas − + + + + +
Feces / + + + + +
Blood − + + + + +
B.  clarridgeiae 73 Fleas − + + + + +
Feces / + + + + +
Blood − + + + + +
Detection of Bartonella species DNA was performed by PCR using primer speciﬁc gltA. Results obtained on days when C. felis were fed with blood infected
with  Bartonella spp., alive, are highlighted in gray. +, positive; −, negative; /, no samples.
of B. birtlesii and B. tribocorum to persist in C. felis like B.
henselae, B. clarridgeiae, and B. quintana. Similarly with B.
henselae  no vertical transmission of B. tribocorum, B. quin-
tana,  B. birtlesii and B. clarridgeiae has been demonstrated
in C. felis (Table 2).
4.  Discussion
In  the present study, we examined whether some
species of Bartonella had a particular speciﬁcity for the cat
ﬂea,  or whether the detection of a narrow range of species
in  this arthropod could be explained by the host-speciﬁcity
of the cat ﬂea to domestic animals that are reservoir of
a  restricted amount of Bartonella species. To answer this
question, ﬂeas were fed in vitro with Bartonella species
previously isolated from cat ﬂeas such as B. henselae, B. clar-
rigeiae  and B. quintana, and also with Bartonella species not
previously  isolated from cat ﬂeas such as B. birtlesii and B.
tribocorum. In our artiﬁcial conditions of feeding no differ-
ence  of persistence in the cat ﬂea or in feces excretion was
observed among the tested species. Thus only a speciﬁcity
of  C. felis toward its animal hosts can explain that only four
Bartonella species were detected in C. felis. C. felis has been
reported to parasitize many species of wild and domes-
tic  animals including wild cats [48], goats, sheep, cattle,
chicken, bears, raccoon, ferrets, opossums, lizards, rats and
mice  [49–52] but is mainly associated with cats and dogs
and  represents the great majority of ﬂeas in human homes
[53].  Hosts that are similar in their ecologies or that share
the  same home are likely to share ﬂea species and thus
have  the potential of hosting the same pathogens [53]. C.
felis  are believed of remaining on their host for their entire
adult  life, with only up to 15% of adult C. felis shown to move
to  another host [24]. Despite a low switch rate tendency of
the  cat ﬂea, Bradbury and Lappin revealed evidence of ﬂea
transmission among cats in controlled conditions. The use
of  an insecticide product was able to block ﬂea and then
Bartonella transmission among the treated cats [30].
B.  henselae, B. clarridgeiae and B. koehlerae have cats as
mammalian reservoir and are known as important zoonotic
species  [54]. B. birtlesii and B. tribocorum have respectively
rats and mice as reservoir. B. quintana have human as
mammalian reservoir but only one study has detected B.
quintana  in cat ﬂeas [35]. Thus the sedentary behavior of
C.  felis may  explain the absence of detection of B. birtlesii
and B. tribocorum in C. felis evidenced by epidemiological
studies.
Many studies suggested that the biting ﬂies, lice, ﬂeas,
or  ticks can transmit Bartonella spp. during the blood meal
[11,16,55,56,15,57,47].  One of the ﬁrst cases of transmis-
sion of Bartonella by blood feeding was described with the
sandﬂies  L. verrucarum who  could transfer B. bacilliformis
to monkeys [58]. In C. felis, the detection of Rickettsia-like
organisms in salivary glands of C. felis, previously fed on
a  cat infected by R. felis, suggest a horizontal transmission
of this bacterium by C. felis [45]. Indeed, ﬂea blood meal
has  been well described and starts with the injection in
the  host of a small amount of saliva before blood aspiration
[23]. Thus mouthparts act as syringe introducing in the host
pathogens  contained in the saliva. B. henselae and B. birtle-
sii  were demonstrated as being able of replication in the
ticks  I. ricinus salivary glands, after an experimental feeding
on  membrane with B. henselae or B. birtlesii-contaminated
blood [47,17]. B. birtlesii DNA was regurgitated into uncon-
taminated blood during feeding [17]. In the current study,
we  demonstrated a regurgitation of B. henselae DNA in
fresh  blood suggesting that it may  be possible for Bartonella
to  be transmitted during the ﬂea blood meal. In an other
study [29] the only mode of contamination of cats was
demonstrated via intradermal injection of ﬂeas contami-
nated feces.
Some  viruses and a few symbiotic bacteria showed the
ability  to have a vertical transmission in some arthropod
vectors. These vertical transmissions depend on several
factors such as the speciﬁcity between the transmitted
species and its arthropod, the environment or the geo-
graphical location [59–63]. In the sheep louse Melophagus
ovinus, 100% of 20 adults and 10 pupae collected in France
contained Bartonella DNA, suggesting a vertical transmis-
sion  [64]. For the cat ﬂea, the only available data of vertical
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transmission of bacteria concern R. felis. But, these data are
contradictory. Indeed, in 2002 Wedincamp et al. demon-
strated a vertical transmission of the species R. felis in the
cat  ﬂea [65,39] while in 2011, Hirunkanokpun et al. did
not  detect any vertical transmission [66]. In our study, the
experimental conditions did not lead to any vertical trans-
mission  in ﬂeas as no Bartonella DNA was ampliﬁed in laid
eggs  but these conclusions cannot be extended to natural
conditions. Indeed Bartonella DNA was ampliﬁed in repro-
ductive  tissues of ﬂeas collected from several mammals
following ﬁeld samplings. This led the authors to conclude
to  a potential vertical transmission of Bartonella in ﬂeas
[67].
Humans and other mammals are the major reservoirs of
several  Bartonella species but can also be infected by many
other  Bartonella species for which they are not the natural
reservoir. These “accidental” infections could include the
bites  of arthropod vectors such as ﬂeas, sand ﬂies, lice, bit-
ing  ﬂies and ticks. These arthropods can be infected with
various Bartonella species and thus transmit them to their
animal  hosts [46,36]. We  have experimentally demon-
strated that C. felis may  be a potential vector of several
species of Bartonella which some of them do not have the
cat  as natural reservoir. The tested species can be transmit-
ted  via ﬂea feces or during the ﬂea blood meal.
Further investigations are needed, including natural or
experimental infections of different potential vectors with
Bartonella  species, to assess whether this adaptation can be
extrapolated to different arthropods species.
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Bartonella henselae (Rhizobiales: Bartonellaceae) is a Gram-negative fastidious bacterium of veterinary and zoonotic impor-
tance. The cat flea Ctenocephalides felis (Siphonaptera: Pulicidae) is the main recognized vector of B. henselae, and transmission
among cats and humans occurs mainly through infected flea feces. The present study documents the use of a quantitative molec-
ular approach to follow the daily kinetics of B. henselaewithin the cat flea and its excreted feces after exposure to infected blood
for 48 h in an artificial membrane system. B. henselaeDNAwas detected in both fleas and feces for the entire life span of the fleas
(i.e., 12 days) starting from 24 h after initiation of the bloodmeal.
Bartonella henselae is a Gram-negative facultative intracellularbacterium of veterinary and zoonotic importance distributed
worldwide (1). At present, its major competent vector is the cat
flea,Ctenocephalides felis (2). ViableB. henselaeor itsDNAhas also
been detected in several other blood-feeding arthropods, such as
ticks (Dermacentor spp., Ixodes spp.) (3–6) and biting flies
(Haematobia spp., Stomoxys spp.) (7); however, no evidence of the
role of these insects as competent vectors exists. Cats, particularly
kittens, represent the major reservoir of B. henselae (8). Infected
cats are usually asymptomatic but experience chronic recurring
bacteremia (9). Clinical signs observed after experimental infec-
tion of cats include febrile illness, transient anemia, neurological
dysfunction, and endocarditis (10–12).
In humans, B. henselae is the causative agent of cat scratch
disease (CSD), a syndrome characterized by a persistent regional
lymphadenopathy that is usually self-limiting within 2 to 4
months in immunocompetent patients (13). However, infected
immunocompromised individuals (such as those with AIDS or
organ transplant recipients) can develop severe vasoproliferative
tumors known as bacillary angiomatosis and bacillary peliosis (13,
14, 15).
Although the prevalence of B. henselae infection in cats fluctu-
ates significantly, the highest levels of infection occur in temperate
regions where conditions are most favorable for the development
of C. felis (1, 16, 17). The seroprevalence of antibodies against B.
henselae in healthy cat populations ranges from 25 to 45%
throughout theworld (17). Nonetheless, inNorthAmerica, where
C. felis is endemic, seroprevalence was reported to reach up to
more than 90% in some cat colonies (18). Fleas acquireB. henselae
during their blood meal on highly bacteremic cats (16). Once in
the arthropod vector, the bacterium seems to replicate within the
gut and is then excreted in the feces (19, 20). While transmission
by flea saliva still requires further investigation (21), the exposure
to infected flea feces appears to be the main route of infection for
cats and, accidentally, humans (22–24). B. henselae can also be
inoculated into the skin of a naive host via scratching or biting by
a flea-contaminated carrier animal (16, 20, 25).
Knowledge of the kinetics of B. henselae in C. felis and its feces
throughout the life span of the cat flea is an essential prerequisite
for devising efficient control strategies against this arthropod-
bornemicroorganism. To date, however, among the limited num-
ber of studies carried out in this respect, only one monitored the
presence of B. henselae in the flea gut and excretion in feces, yet
monitoring was for a limited time (i.e., up to 9 days) and was by
means of qualitative immunofluorescence (19).
Therefore, the aim of this study was to assess, using quantita-
tive molecular approaches, the earliest detectability of B. henselae
in artificially fed C. felis fleas and their excreted feces and to mon-
itor the persistence ofB. henselae, on a daily basis, for thewhole life
span of the fleas.
The findings will help address future culture-based investiga-
tions aiming to assess the occurrence of possible extragut routes of
dissemination or replication of B. henselae in C. felis.
MATERIALS AND METHODS
Ethics statement. Animals were handled in strict accordance with good
animal practice as defined by the relevant European standards of welfare
for animals in research. Work performed on animals at the École Nation-
ale Vétérinaire de Toulouse (ENVT), Toulouse, France, was reviewed and
approved by the Institut National de la Recherche Agronomique (INRA)
Toulouse/ENVT Ethics Committees (agreement no. MP/01/22/06/09).
Bacterial strain. The reference strain B. henselae Houston-1 ATCC
49882 (26) was used to infect the blood on which fleas were fed.
Medium and growth conditions.The B. henselae strain was grown on
sheep blood agar (Columbia blood agar [CBA] base) medium (bioMéri-
eux, Craponne, France) in a humidified atmosphere at 35°C in a 5%
carbon dioxide atmosphere. For flea infection assays, the bacteria were
collected after 5 days of growth on CBA plates and suspended in sterile
phosphate-buffered saline (PBS) buffer. The bacterial suspension was di-
luted with PBS to obtain approximately 2 108 bacteria per ml.
Flea maintenance and supply. The C. felis strain employed was ob-
tained from a laboratory-reared colony originating from awild strain that
was harvested from a cat and that has been maintained on cats under
laboratory conditions at ENVT since 1990. Prior to use for this experi-
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ment, fleas were ascertained to be quantitative PCR (qPCR) negative for
Bartonella species infection (see below).
Feeding of C. felis with B. henselae-infected blood. Canine blood
used in all experiments was obtained from three healthy 6-year-old beagle
dogs (weight, 13 kg) fromENVT. The dogs had been vaccinated every year
with the vaccine DHPPi/L, which protects dogs against canine distemper
virus, canine adenovirus type 2, canine parvovirus, canine parainfluenza
virus, and Leptospira interrogans. Blood smears and the microhematocrit
of the three dogs were checked before their inclusion in the study, and
none of the dogs showed any abnormalities. The absence of Bartonella
spp. in dog blood was also confirmed by qPCR. Blood obtained by veni-
puncture was placed in lithium heparin-coated Vacutainer tubes
(Venosafe; Terumo Europe, Heverlee, Belgium). Blood functional com-
plement was deactivated by storing blood samples at room temperature
for 1 h after the bloodwas drawn and before storage at 4°C. Blood samples
were kept at 4°C for no longer than 48 h.
One thousand unfed fleas were placed in a Plexiglas box in contact
with a glass feeder closed at the bottom with a thin Parafilm membrane
(Parafilm3 M; Pechiney Plastic Packaging, IL). The fleas had never re-
ceived any blood meal before the start of the study. To stimulate the fleas
to feed on blood, a constant temperature of 38.5°C, mimicking the host’s
body temperature, wasmaintained by awater jacket system that circulated
water through the glass feeder. Fleas were fed on the glass feeder until no
more live fleas were retrieved in the Plexiglas box. For the first 48 h of
feeding, fleas were fed 5 ml of blood mixed with 500 l of B. henselae in
suspension in PBS at a concentration of approximately 2  108 bacteria
per ml. Uninfected blood was then placed in the feeder until the end of
each trial. Every 24 h, the glass feeder was cleaned with a quaternary
ammonium disinfectant (Anios, D.D.S.H.; Laboratoires Anios, Lille-Hel-
lemmes, France) and thenwith distilled water. A new Parafilmmembrane
was stretched and bloodwas changed. At the same time, 20mg of the feces
excreted by the flea colony daily and 20 live engorged fleas were collected.
All removed fleas were identified as having fed successfully by observation
of distension of the abdomen with the naked eye. About 1 ml of 70%
ethanol was added to the fleas and the feces that were collected. Samples
were then stored at20°C until PCR analyses.
Simultaneously, 1,000 negative-control fleas were fed on uninfected
canine blood and were sampled at the same time points. They were fol-
lowed until no more live fleas were retrieved from the box.
Three trials of infected fleas and two trials of uninfected fleas were
conducted at the same time.
DNA extraction. DNA was extracted from all samples (including
negative and positive controls) by using a NucleoSpin tissue kit ac-
cording to the manufacturer’s recommendations (Macherey-Nagel,
Hoerdt, France). The daily quantity of biological material used for
independent DNA extraction was a pool of 20 fleas (230 ng/l of DNA)
and 20 mg of flea feces (6.7 ng/l of DNA). Fleas and feces were
incubated overnight to 56°C for the proteinase K lysis step. For all
samples, the final elution volume was 100 l.
qPCRamplification. First, for qPCR amplification, theDNAofC. felis
was detected by amplification of a fragment ofC. felis 18S ribosomal DNA
(rDNA) derived from a partial sequence of C. felis 18S rDNA available in
GenBank (accession numberAF136859). The primers andTaqManprobe
were designed with online GenScript real-time PCR (TaqMan) Primer
Design software (accessed 12 June 2012) to generate a 122-bp amplicon.
The sequences of the primer set were 5=-AGCGGAACCGTTTACAAGT
C-3= for forward primer 18SF and 5=-GGAACTCGAACGCTCATACA-3=
for reverse primer 18SR. The TaqMan probe was labeled with 6-carboxy-
fluorescein (FAM) at the 5= end and N,N,N=,N=-tetramethyl-6-carboxy-
tetramethylrhodamine (TAMRA) at the 3= end. The sequence of the
probe, named 18ST, was 5=-6-FAM-CCGTATCTCCCGACGGCGTC-TA
MRA-3=. This amplification was used as a reference for the efficiency of
DNA extraction from fleas and fecal samples. Second, amplification of B.
henselae DNA was performed by targeting a conserved region on the ci-
trate synthase gene (gltA), as described byMolia et al. (27). The sequences
of the primers andprobewere 5=-GTGCTAATCCATTTGCATGTATT-3=
for forward primer Bart.738f, 5=-GTAACATTTTTAGGCATGCTTCATT
A-3= for reverse primer Bart.831r, and 5=-6-FAM-AGCTGGTCCCCAAA
GGCATGCAA-TAMRA-3= for the fluorescent TaqMan probe Bart.772p,
labeled as described above for the 18ST probe with FAM at the 5= end and
TAMRA at the 3= end. The size of the gltA fragment targeted was 96 bp
(27).
Each reaction was carried out in a final volume of 25 l. For the B.
henselae qPCR, 400 nM each primer and 80 nM fluorogenic TaqMan
probe were added to TaqMan buffer containing carboxy-X-rhodamine
(ROX) as a passive reference (TaqMan Universal PCR master mix; Life
Technologie SAS, Saint-Aubin, France). For the C. felis qPCR, the con-
centrations were optimized to 100 nM each primer and 50 nMprobe. Five
microliters of DNA template was added to each reaction mixture, and
reactions with each template were conducted in triplicate. Amplifications
were run using a Stratagene MX3005P thermal cycler (Agilent Technolo-
gies, La Jolla, CA).
Data acquisition and analysis were performed using MxPro QPCR
(version 4.10) software (Agilent Technologies, La Jolla, CA). Cycling con-
ditions were as follows: 2 min at 50°C, 10 min at 95°C, and 40 cycles of 15
s at 95°C and 60 s at 60°C, as previously reported (27). The signal of FAM
as the reporter dye was measured against the signal of ROX, used as an
internal reference dye, in order to normalize for the non-PCR-related
fluorescence fluctuations between wells. The B. henselaeDNA concentra-
tion was determined using a Genova spectrophotometer (Jenway, United
Kingdom).
For C. felis qPCR amplification, ultrapure water (Simplicity UV;
Millipore) and a sample of 1 ng/l of B. henselaeDNA, corresponding to
2.5  106 bacteria, were used as negative controls. DNA extracted from
fleas engorged on noninfected blood was used as a positive control. For
the B. henselae qPCR amplification, ultrapure water (Simplicity UV; Mil-
lipore) and a solution of DNA extracted from fleas engorged on unin-
fected canine bloodwere used as negative controls. A solution of extracted
B. henselae DNA at a concentration of 1 ng/l was used as a positive
control. Negative and positive controls were included in each reaction
plate.
Standard curve and reproducibility of the detection of B. henselae
by qPCR.To generate a standard curve and to assess the detection limit
of the qPCR using the primers and probe described byMolia et al. (27),
a B. henselae suspension was serially diluted 10-fold in canine blood to
achieve levels of B. henselae bacteremia ranging from 2  106 to 2 
101 total bacteria. The standard curve obtained with these primers and
the related linear equation were previously generated by Molia et al.
(27), with cycle threshold (CT) values (y axis) being plotted against B.
henselae plasmid concentrations (x axis). However, the standard curve
was determined again in the present study in order to express the data
on the x axis as the log of the number of bacteria. The amplification
efficiency (E) of the qPCR was calculated with the formula E 
(10(1/S)) 1, where S is the slope of the standard curve. To determine
the intra-assay reproducibility, assays with eight replicates of 10-fold
serial dilutions of B. henselae DNA (from 2 106 to 2 101 bacteria)
were performed. The interassay reproducibility was assessed on inde-
pendently repeated amplifications performed over six consecutive
days with three replicates per day.
qPCR assay specificity. Both the C. felis and B. henselae qPCRs were
tested for inhibition and potential cross-hybridization between probes
and nontarget DNA. The B. henselae qPCR was tested against DNA ex-
tracted from C. felis, and the C. felis qPCR was tested against B. henselae
DNA. Both PCRs were tested against DNA extracted from uninfected
canine blood sampled from each of the three dogs used in the study.
Data analysis. To correct each sample size according to the quality of
DNA extraction, the B. henselae CT values were modified by computing
the difference between the daily and the average fleaCT values for all trials.
The result of this difference was added to the associated B. henselae CT
values for each sample. The correctedCT value was then transformed into
Bouhsira et al.
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the number of bacteria according to the equation of the linear regression
of the standard curve.
The means, standard deviations (SDs), and coefficients of variation
(CVs) of the ranges of CT values of flea DNA obtained daily from both 20
individual C. felis fleas and 20 mg of flea feces were computed with Mi-
crosoft Excel 2010 software (Microsoft Corporation). The CVs of flea
DNA and B. henselae from the standard curve were calculated by dividing
the SD of the CT values of replicates by the mean CT value of replicates.
Analysis of variance (ANOVA) was used to compare the means between
the CT values for fleas and their feces and was carried out to compare the
data between the three trials using the software package StatXact, release
3.1 (Cytel Software Corporation).
RESULTS
Standard curve, sensitivity, and reproducibility of the B. hense-
lae qPCR assay. A linear correlation was obtained for both intra-
and interassay standard curves, with R2 equal to 0.99 and effi-
ciency equal to 97% for the intra-assay standard curve and R2
equal to 0.98 and efficiency equal to 93% for the interassay stan-
dard curve. The efficiency (E) of the qPCR by use of the combina-
tion of the intra- and interassay standard curves was 92%, with a
strong linear correlation (R2  0.9816), a y-intercept value of
44.027, and a slope of 3.5507. The detection limit determined
from the standard curve was 20 bacteria, corresponding to a CT
value of 39. This value was calculated on the basis of the mean CT
value at which all replicates of the highest 10-fold dilution of B.
henselae DNA provided amplification plots among the intra- and
interassay standard curves. Amplification of lower numbers of
bacteria (20) provided inconstant and nonreproducible CT val-
ues even when an increased number of cycles was used (data not
shown).
The intra- and interassay results were combined to assess the
reproducibility of the B. henselae qPCR. The coefficient of varia-
tion ranged from 2.59% for 2 102 bacteria to 3.86% for 2 106
bacteria, showing strong reproducibility. Inhibition of the PCR
was not recorded in the presence of the highest B. henselae load
(2  106 bacteria). Cross-hybridization between B. henselae
probes and C. felisDNA and between C. felis probes and B. hense-
lae DNA was not recorded.
Reproducibility of the C. felis batch and flea excrement
qPCR. The reproducibility of qPCR assays based on the same
number of fleas (20) and the same quantity of flea feces (20 mg)
was determined by computation of CVs for each of the three trials.
In the three trials carried out for fleas and flea excrement, the CVs
of the CT values ranged from 4.23% to 5.24% and from 8.49% to
12.81%, respectively (Tables 1 and 2). As they were all lower than
15%, these CV values were consistent with previously published
data and were highly reproducible (28). The mean CT values did
not significantly differ between the three trials of batches of 20 C.
felis fleas or between the three trials of 20 mg of flea feces. The P
values determined by ANOVA were 0.09 and 0.13, respectively.
Then, themeanCT values of 13.23 for batches of 20 fleas (Table 1)
and of 18.48 for 20 mg of flea feces (Table 2) were used as correc-
tions for the CT values for B. henselae for each trial.
Persistence of B. henselae within fleas. The two replicates of
control fleas lived for 10 and 14 days, respectively, on the artificial
membrane feeding system. Both colonies were qPCR negative for
B. henselae throughout the study. The infected fleas from trials 1
and 2 lived for 13 days, whereas the infected fleas from trial 3 lived
for 12 days.
From day 1 to day 13 after infection, a total of 760 fleas were
sampled and their DNA was extracted to estimate the number of
bacteria according to the equation of the standard linear regres-
sion curve. From days 1 to 6, the fluctuation in the quantity of
bacteria followed a similar pattern in all three trials of fleas sam-
pled: a peak concentration was recorded on either day 1, 2, or 3
and a rather steady smaller amount was found until day 6
(Fig. 1A). Afterwards, the concentration ofB. henselae in flea pools
decreased, remaining rather steady at less than 102 bacteria be-
tween days 4 and 6 for trials 1 and 2 and days 3 and 6 for trial 3. A
final increase in the B. henselae load was then seen on days 8 (trials
1 and 2), 10 (trial 2), 11 (trial 3), and 12 (trial 1). No B. henselae
DNAwas detected on days 9 and 13 for trial 1, on days 7, 9, 11, and
12 for trial 2, and on day 7 for trial 3 (Fig. 1A).
Persistence of B. henselae within flea feces. The feces of con-
trol fleas were sampled daily and analyzed, and B. henselae DNA
was not detected throughout the study. Sampling could not be
performed on day 3 for trial 2, on day 6 for trial 3, and on day 12
for trials 1 and 2 (Fig. 1B) because the amount of excreted feces
was too small.
For trial 1, the bacterial load in the excreted feces remained
above 1 103 bacteria from day 1 until day 6, with an average of
9  104 bacteria being excreted within the first 2 days. Then, the
amount of bacteria decreased until day 11. No bacteria were de-
tected on day 12 (Fig. 1B). For trial 2, the amount of bacteria in
feces gradually increased until day 2, reaching a bacterial load of
6 104 bacteria and decreasing dramatically on day 3, whenDNA
was not detected. An increase was then recorded between days 4
and 7. No quantification could be obtained on days 8 and 9 or on
days 11 and 12 due to the absence of B. henselae DNA detection.
Bacteria were, however, still excreted in feces on day 10, with the
lowest value of approximately 20 bacteria being obtained for this
replicate (Fig. 1B). For trial 3, feces were infected with B. henselae
on days 1 and 2, with an average load of 6.7  104 bacteria. The
bacterial load remained above 1  103 bacteria until day 5. B.
henselae kept being rather constantly excreted fromday 7 until the
last sampling on day 12, with a bacterial load of 35 (Fig. 1B).
TABLE 1 Distribution of CT values obtained by qPCR from batches of
20 Ctenocephalides felis fleas for each replicatea
Trial
CT value
CVMinimum Maximum Mean SD
1 12.26 14.35 13.3 0.7 5.24
2 11.62 14.37 12.92 0.64 4.98
3 12.7 14.42 13.5 0.57 4.23
All 11.62 14.42 13.23 0.67 5.06
a Fleas were fed on blood containing B. henselae. CT, cycle threshold.
TABLE 2 Distribution of CT values obtained by qPCR from 20 mg of
Ctenocephalides felis feces for each replicatea
Trial
CT value
CVMinimum Maximum Mean SD
1 15.39 23.79 18.23 2.18 11.98
2 15.35 20.77 18.46 1.57 8.49
3 15.46 24.57 18.76 2.4 12.81
All 15.35 24.57 18.48 2.03 11
a Fleas were fed on blood containing B. henselae. CT, cycle threshold.
qPCR for Bartonella henselae in Ctenocephalides felis
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DISCUSSION
This study investigated, using a quantitative molecular approach,
the daily kinetics of B. henselaewithin the cat flea and cat flea feces
after exposure to infected blood for 48 h. The qPCR employed for
both C. felis and B. henselae primers and probes showed good
reproducibility, specificity, and sensitivity, consistent with the re-
sults of similar studies carried out previously (29). In addition,
this approach can also be used to detect the presence of Bartonella
spp. directly frompatient tissues (30–32). The artificialmembrane
feeding system allowing experimental infection has also been used
to investigate several vector-pathogen interactions, like those in-
volving Xenopsylla cheopis and Yersinia pestis, Pediculus humanus
FIG 1 Dynamics of B. henselae in fleas (A) and excreted feces (B). Fleas were fed blood infected with B. henselae from day 0 to day 2 and with uninfected blood
from day 2 onwards.
Bouhsira et al.
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and B. quintana, and Ixodes ricinus and B. henselae (5, 33, 34). In
the case ofB. henselae, it is known that its acquisition byC. felis can
already occur from 3 h after the start of a contaminated blood
meal (19). In this study, a time lapse of 48 h from the initiation of
feeding on contaminated blood was used in order to allow the
largest but undetermined number of fleas to engorge on infected
blood. In both the infected and the control groups of fleas, an
important but not quantified mortality was observed daily
throughout the study among nonengorged specimens. This can be
attributable to several causes, including the natural death of fleas,
the reluctance of some fleas to feed on an artificial membrane
system, and their daily handling for sampling purposes. Nonethe-
less, the maximum life span recorded for infected fleas (i.e., 12 to
13 days) was not shortened in comparison with that of control
fleas (i.e., 10 to 14 days). This is in accordance with the findings of
a previous study, whereXenopsylla ramesis fleas infected with Bar-
tonella spp. did not show a shorter life span than uninfected fleas
(35).
Although no clear replication patternwas reported throughout
the three trials in the current investigation, B. henselae DNA was
not cleared from the fleas after contamination but instead was
maintained in the fleas until 10 to 13 days. All trials differed in the
mean initial B. henselae load, with trial 1 showing the highest bac-
terial load and trial 2 showing the lowest. On days 7, 9, 11, and 12
for trial 2 and on day 7 for trial 3, however, no DNA could be
detected in fleas, suggesting that the amount of bacteria was below
the detection threshold of the optimized qPCR. For trial 2, the
absence of B. henselae in all fleas on day 9 was anticipated and
accompanied by the absence of bacteria in their feces ondays 8 and
9. Similarly, in a previous study, noB. quintanaDNAwas detected
in louse feces on either day 5, 7, 9, or 11 after infection (34).
For all three trials, a general increase in the amount of bacteria
in the fleas was observed after day 7. These findings suggest the
possible replication of B. henselae in the cat flea at this time of its
life span. This is in accordance with the findings of previous stud-
ies showing the persistence and qualitative increase in bacteria in
flea guts 9 days after an infected blood meal (19) and the replica-
tion of B. henselae within adult fleas at 6 to 8 days after feeding
(20). The first decrease in bacterial DNA in the fleas was observed
2 days after the infected bloodmeal andmay have been due to fleas
clearing themselves of an excess of bacteria, as was suggested forC.
felis and X. cheopis after a highly septicemic bloodmeal with Rick-
ettsia felis (36) and Y. pestis, respectively (37, 38). Then, the per-
sistence of Bartonella DNA until the end of the study could be
explained by several assumptions requiring further investigation:
the formation of aggregates in the flea gut; attachment to an ex-
tracellular matrix, as shown for Y. pestis and B. schoenbuchensis,
respectively (33, 39); or sequestration in other flea tissues. Accord-
ing to the first hypothesis, bacteria would then be continuously
released from the gut biofilm and excreted in feces. In our study,
the excretion of the bacteria was indeed continuous, although the
bacterial load decreased gradually in the second part of the flea life
span, starting on day 7. However, the reduction in the amount of
bacteria in the feces was not correlated with the decrease in the
amount of bacteria in all fleas at the end of the study, which,
conversely, increased on days 12 (trial 1), 10 (trial 2), and 11 (trial
3). This could suggest the second hypothesis of migration of B.
henselae from the digestive tract to the body cavity and/or other
organs (for example, reproductive tissues, hemolymph, Mal-
pighian tubules) in the second part of the flea life span. Similarly,
R. felis has recently been shown to replicate in the digestive tract of
C. felis in the first stage of infection, and then to migrate to the
hemolymph, disseminating to the excretory system (Malpighian
tubules, hindgut, and rectal ampulla) and reproductive tissues
(36). At present, the survival of B. henselae in excreted feces is
estimated to last for at least 3 days in the environment (20) and
could be possible because of the aggregation of the bacteria in a
biofilm on the surface of the feces, as suggested for B. quintana on
louse feces (34). Nevertheless, the dispersion of B. henselaewithin
the cat flea and B. henselae excretion have not yet been fully inves-
tigated. This is of epidemiological importance, as flea feces are
indeed the principal infectious material for the transmission of B.
henselae (24) and can be cultured to produce viable colonies (19,
20). The viability ofB. henselae in flea feces should be addressed by
mRNA amplification, as DNA-based qPCR alone does not allow
differentiation between live and dead bacteria. Such an approach
may help assess the actual infectivity of feces harvested from the
fur of flea-infested cats as a key indicator of the risk for intraspe-
cies and zoonotic transmission of B. henselae.
To conclude, the persistence of B. henselae DNA occurred in
both the arthropod vector and its feces for the whole life span of
the fleas on the artificial system. This is epidemiologically relevant,
as the persistence of B. henselae in both fleas and feces enhances
contamination risks, especially in the presence of a high density of
reservoir hosts.
Further studies are required to determine whether the replica-
tion of B. henselae could occur also in extragut tissues. In these
regards, microdissection of fleas could possibly help address this
issue with the aim of identifying the organs (e.g., flea gut, digestive
epithelial cells, as well as other tissues) in which B. henselae repli-
cation and dissemination take place in its most competent arthro-
pod host and distinguishing viable from nonviable bacteria.
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4. Localisation de B. henselae chez C. felis  
La dispersion de R. felis dans l’organisme de C. felis a été bien étudiée. Cette rickettsie ne 
reste pas localisée au tube digestif, mais se dissémine à l’hémocœle, aux organes excréteurs et 
reproducteurs et aux glandes salivaires (Thepparit et al., 2013). À ce jour, B. henselae a été 
uniquement identifiée par IFI dans le tube digestif de C. felis (Higgins et al., 1998). L’ADN 
de plusieurs espèces de Bartonella spp. (dont B. v. arupensis et une espèce proche de B. 
washoensis) a, quant à lui, été retrouvé, en conditions naturelles, dans le tube digestif, les 
ovaires et l’hémolymphe de sept espèces de puces (Pulex irritans, Cediopsylla inaequalis, 
Oropsylla hirsuta, Aetheca wagneri, Orchopeas leucopus, Ctenophthalmus congener truncus 
et Neopsylla sasai) aux États-Unis et au Japon, suggérant à l’image de R. felis, une 
dissémination possible à des organes extra-digestifs (Kabeya et al., 2011 ; Brinkerhoff et al., 
2010).  
4.1. Détection de B. henselae dans C. felis par histologie : apport méthodologique 
La méthode de choix permettant d’étudier la répartition tissulaire de B. henselae dans son 
vecteur est l’histologie requérant des coupes histologiques de puces et l’immunomarquage 
tissulaire d’antigènes bactériens (Thepparit, 2013).  
Initialement, des puces gorgées ont été préparées suivant un protocole histologique classique 
(cycle d’imprégnation en paraffine dans les fixateurs suivants : formol, éthanol à 80°, éthanol 
95°, éthanol absolu, toluène, paraffine, puis enrobage en paraffine et enfin coupes au 
microtome). Les premiers essais de coupes tissulaires par cette technique de routine se sont 
révélés inadaptés en raison de la dureté et de la friabilité de l’exosquelette des puces. Les 
coupes obtenues étaient en effet déchiquetées et ne permettaient pas d’identifier les organes. 
Nous avons alors remplacé les bains de toluène par deux bains de butanol (Butanol 1, Carlo-
Erba-SDS) d’une durée respective de 2 h 30 et 3 h. Les détails de la technique histologique 
sont développés dans la partie Matériel et Méthode ci-après. La clarification et le 
ramollissement de la chitine se sont avérés suffisants pour l’obtention de coupes histologiques 
exploitables pour les étapes suivantes de coloration et d’immunomarquage. Le marquage 
histochimique a été effectué au moyen du seul anticorps polyclonal anti-B. henselae 
disponible. Il est non commercial et il est produit après inoculation à des souris au laboratoire 
de l’UMR BIPAR de l’ANSES, Maisons-Alfort. Il est couramment employé pour le 
diagnostic de B. henselae par immunofluorescence et dans des travaux de recherche. Les 
essais préalables ont permis de déterminer une dilution optimale en anticorps primaire de 
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1/100ème (la dilution au 1/50ème donnant les mêmes résultats, mais consommant plus 
d’anticorps).  
Les lames blanches obtenues après coupe au microtome ont subi un démasquage antigénique. 
Ce prétraitement permet de s’affranchir des liaisons entre protéines dues à la fixation, ce qui 
dénature les antigènes et ne les rend plus accessibles aux anticorps. Le démasquage s’est fait 
par passage des lames au bain-marie dans du tampon citrate à pH = 6 pendant 30 min. 
Ensuite, l’anticorps primaire dilué au 1/100ème est déposé sur les lames qui sont laissées à 
incuber à température ambiante pendant 50 min. Une solution commerciale d’anticorps anti-
souris (Dako) est déposée sur les lames pendant 25 min, suivie d’une solution de streptavidine 
HRP (Dako) diluée au 1/500ème pendant 25 min, et enfin la dernière application est une 
couche de chromogène d’Amino-Ethyl-Carbasole (AEC, Dako) ou de Di-Amino-Benzidine 
(DAB, DAKO) pendant 20 min. Les lames sont rincées au PBS entre chaque solution. 
Nous avons utilisé des cytospines de sang contaminé par B. henselae comme témoins positifs 
des marquages immunohistochimiques. Les marquages obtenus sur ces lames sont 
d’excellente qualité et permettent de visualiser les bactéries à la surface des hématies 
(Figure 10).  
 
 
Figure 10. Cytopsin de sang contaminé par B. henselae (Grossissement d’origine x400). Le 
chromogène DAB colore en marron les bactéries présentes ici en périphérie des hématies. 
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Les témoins négatifs étaient représentés par des coupes tissulaires pour lesquelles l’incubation 
de la première couche est omise (diluant sans anticorps) et par des coupes de puces gorgées de 
sang non infecté. Aucun marquage spécifique n’a pu être obtenu à l’aide de l’anticorps utilisé 
sur les coupes en paraffine. Cette absence de marquage est probablement due à la fixation 
tissulaire, car les cytospines de sang contaminé non fixées ont montré une excellente 
réactivité. L’étape de fixation au formol est indispensable au maintien de la morphologie 
tissulaire, mais il est malheureusement fréquent qu’aucun signal spécifique en 
immunohistochimie sur coupes en paraffine ne soit obtenu à partir des anticorps utilisés pour 
des techniques d’Immunofluorescence, Western Blot ou Immunoprécipitation par exemple. 
Malgré les tentatives d’amélioration non rapportées ici, notre technique de marquage s’est 
avérée infructueuse. Nous avons alors eu recours à la microdissection laser des organes de la 
puce associée à la mise en évidence de l’ADN bactérien par PCR quantitative (PCRq) dans 
ces isolats. 
4.2. Combinaison de la microdissection laser et de la PCR en temps réel 
4.2.1. Intérêts 
La microdissection laser permet d’isoler une population cellulaire ou des cellules seules à 
partir d’une coupe histologique. Cette technique est très utilisée en pathologie tumorale, car 
elle permet de distinguer les cellules cancéreuses des cellules normales (Legrès et al., 2010). 
Cette technique a également des applications en parasitologie, notamment dans l’étude des 
interactions hôtes-vecteurs. Par sa finesse, la microdissection permet d’isoler des parasites 
directement depuis leur localisation tissulaire, pour étudier l’expression des protéines et des 
ARNm in situ, en réponse à l’immunité de l’hôte. Par exemple, des schizontes de Plasmodium 
yoelii ont été isolés d’hépatocytes murins par microdissection, et l’ARN parasitaire a été par 
la suite amplifié et analysé (Sacci et al., 2002). Dans une autre étude, P. falciparum a été isolé 
de culture d’hépatocytes humains pour étudier l’expression des ARNm in situ (Semblat et al., 
2002). La microdissection a été également utilisée pour prélever les épithéliums digestifs 
d’Aedes aegypti ou d’Ancylostoma caninum, en vue de la réalisation d’extractions d’ARN 
(Jones et al., 2004 ; Hong et al., 2011). 
Dans notre étude, nous avons souhaité vérifier si après contamination de C. felis, B. henselae 
restait localisée au tube digestif, en adhérant par exemple aux épines du proventricule, comme 
Y. pestis, ou bien si une dissémination à d’autres organes avait lieu. Nous avons prélevé sur 
coupes histologiques l’épithélium de l’intestin moyen et du proventricule, le contenu digestif, 
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les ampoules rectales et les ovaires de C. felis préalablement infectées par B. henselae. Les 
prélèvements tissulaires ont ensuite été analysés en PCRq. 
4.2.2. Matériel et Méthode  
Puces : il s’agit de puces C. felis âgées de 10-12 jours et venant de l’élevage précédemment 
décrit. 
Bactéries : nous avons utilisé la souche de référence B. henselae Houston 1. Les conditions 
de croissance sont décrites dans les Articles II et III. Après 5 jours de croissance sur gélose au 
sang, les bactéries ont été prélevées et mises en suspension dans du PBS stérile. La suspension 
bactérienne a été diluée de manière à obtenir une concentration d’environ 2 x 108 bactéries/ml. 
Gorgement de C. felis : les puces ont été mises à gorger sur le dispositif expérimental 
présenté précédemment (voir Figure 9). Mille puces ont été placées dans le nourrisseur en 
contact avec du sang contaminé pendant 48 heures, puis avec du sang sain jusqu’à la fin de 
l’étude. Les puces ont été suivies pendant 12 jours. Toutes les 24 heures, 20 puces bien 
gorgées (observation à l’œil nu de la distension abdominale) ont été récoltées et placées dans 
des tubes Eppendorf ND de 1,5 ml contenant du formol tamponné et stockées à température 
ambiante en attendant la préparation histologique. Le temps de fixation dans le formol n’a 
jamais excédé 72 heures. En parallèle, 20 mg de déjections produites par la colonie entière ont 
été récoltées quotidiennement, placées dans de l’éthanol modifié (70 %) et stockées à -20 °C, 
en attendant d’être analysées en PCR quantitative. 
Fixation et préparation histologique des puces : Les puces entières ont été fixées par 
immersion dans du formol à 10 % tamponné à la neutralité (Labonord) pendant 24 h afin 
d’éviter une surfixation. Elles ont ensuite été placées dans des cassettes d’inclusion (cassettes 
d’inclusion Macrostar, VWR), à raison de 8 à 10 puces par cassette. Chaque cassette a ensuite 
suivi le cycle d’imprégnation en paraffine dans l’automate Micron HMP 110, qui se réalise 
par des passages successifs dans les fixateurs suivants : formol, éthanol à 80°, éthanol 95°, 
éthanol absolu, butanol, paraffine. L’enrobage en paraffine s’est fait sur la station de montage 
Leica E6 1160 (Leica) : de la paraffine à 62°C est coulée sur les puces disposées au fond d’un 
moule à biopsie en étain. L’étape de refroidissement se fait à - 3 °C et permet la solidification 
de la paraffine et le démoulage des blocs. Les blocs de paraffine ont ensuite été coupés au 
microtome (Microtome HM 325, Microm) à une épaisseur de 4 µm pour les coupes destinées 
à l’histologie (reconnaissance d’organes) et à une épaisseur de 10 µm pour les coupes 
destinées à la microdissection. Chaque lame pouvant contenir entre 10-15 sections de puces, 
les coupes des 20 puces prélevées par jour ont été réparties sur trois lames en moyenne : une 
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pour l’histologie et deux à trois pour la microdissection. Les lames ont ensuite été séchées 45 
min à 40°C, puis déparaffinées et réhydratées aux alcools. Les lames destinées à l’histologie 
ont été contre-colorées à l’hématoxyline de Harris et les lames destinées à la microdissection 
ont été contre-colorées à l’hémalun. Ces dernières ont été conservées à l’abri de l’air et de la 
lumière dans de l’éthanol absolu jusqu’à leur utilisation. L’identification des différents 
organes internes a été réalisée selon l’ouvrage de Rothschild et al. (1986). 
Microdissection laser (voir Annexe) : les microdissections lasers ont été adaptées des 
méthodes décrites par Jones et al. (2004) et Gobert et al. (2009). Nous avons utilisé le système 
Arcturus XT LCM (Life Technologies) et son logiciel associé Arcturus XT software, pour la 
capture d’images. Le niveau d’énergie du faisceau IR a été utilisé à 60-70 % de sa puissance 
maximale. Les tissus ont été prélevés sur des capsules recouvertes d’une membrane adhésive 
(CapSure ® Macro LCM Caps, Life Technologies). Les capsules sont ensuite placées dans 
des tubes Eppendorf de 500 µl dont elles font office de bouchon. Chaque tube contient 180 µl 
d’un tampon de lyse (kit d’extraction Nucleospin tissue, Macherey-Nagel) permettant de 
solubiliser les prélèvements et d’initier la première étape de l’extraction d’ADN génomique. 
Les tubes ont été placés à -20 °C en attendant l’extraction d’ADN. 
Nous avons prélevé de manière indépendante : le contenu du tube digestif, l’épithélium de 
l’intestin moyen, l’épithélium du proventricule, les ovaires, et les ampoules rectales. Pour 
chaque jour de gorgement, les prélèvements effectués sur les 20 puces ont été regroupés pour 
chacun des organes étudiés. 
Extraction d’ADN : l’ADN a été extrait des fèces et des prélèvements tissulaires de puces à 
l’aide du kit d’extraction Nucleospin tissue (Macherey-Nagel), selon les recommandations du 
fabricant. Les prélèvements ont été mis à incuber une nuit à 56 °C pour l’étape de lyse à la 
protéinase K. Le volume final de chaque élution est de 100 µl. 
Amplification de l’ADN par PCR quantitative : la technique de PCR quantitative mise au 
point dans notre travail précédent (Article III) a montré une bonne spécificité, une bonne 
sensibilité et une bonne reproductibilité pour amplifier l’ADN de B. henselae dans les puces 
et leurs déjections. Cette technique a été appliquée ici aux fèces et aux prélèvements 
d’organes. Le gène codant pour l’ADN 18 S de C. felis a été amplifié dans chacun des 
prélèvements comme témoin positif de l’extraction. Enfin, la qualité de l’extraction d’ADN 
génomique a été prise en compte dans chacune des amplifications réalisées. Les valeurs 
quotidiennes du Cycle threshold (Ct) de B. henselae ont été corrigées en ajoutant à ces valeurs 
la différence quotidienne entre les valeurs de Ct journalières et la valeur de Ct moyenne du 
gène 18S de puces obtenues dans chacun des organes (Article III). 
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4.2.3. Résultats  
Identification des compartiments tissulaires de C. felis 
L’identification des organes internes est rapportée dans les figures 11 à 18. Il s’agit des 
différents compartiments digestifs (proventricule, intestin, ampoule rectale) avec visualisation 
du repas sanguin (Figures 11 à 13), des organes reproducteurs mâles et femelles (Figures 14 à 
16), du système nerveux (Figure 17) et du système respiratoire (Figure 18). 
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Figure 11. Ctenocephalides felis femelle gorgée (coloration à l’hémalun-éosine, grossissement 
d’origine x40). Photographie originale. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 12. Ctenocephalides felis mâle (coloration à l’hémalun-éosine, grossissement d’origine x40). 
Photographie originale. 
 
1= Cerveau, 2= Ganglions thoraciques, 3= Chaîne nerveuse ventrale, 4= Œsophage, 5= Proventricule, 6= Intestin 
moyen, 7= Intestin postérieur, 8= Glandes rectales, 9= Ampoule rectale remplie de sang digéré, 10= Ovarioles, 
11= Oviducte, 12= Vagin, 13= Spermathèque, 13a= Bourse copulatrice, 13b= Glandes vaginales, 14= Sensilium, 
15= Tissu adipeux, 16= Fibre musculaire, 17= Cuticule, 18= Oeil, 19= Testicule. 
500 µm 
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Figure 13. Proventricule et intestin moyen d’une puce C. felis gorgée (Coloration à l’hémalun-
éosine, grossissement d’origine x200). Photographie originale. 
 
 
 
Figure 14. Abdomen d’une puce C. felis mâle gorgée (Coloration à l’hémalun-éosine, grossissement 
d’origine x100). Photographie originale. 
 
 
4= Œsophage, 5= Proventricule, 5a= Epines du proventricule, 5b= Valves du proventricules, 6= Intestin moyen, 
6a= Cellules épithéliales, 6b= Sang digéré, 6c= cellules spécialisées de l’intestin moyen, 15= Tissu adipeux, 16= 
Fibres musculaires, 20= Fibres musculaires circulaires, 21=  Fibres musculaires longitudinales, 22= Anus, 23= 
Glandes salivaires. 
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Figure 15. Abdomen d’une puce C. felis femelle gorgée (Coloration à l’hémalun-éosine, 
grossissement d’origine x100). Photographie originale. 
 
 
 
Figure 16. Abdomen d’une puce C. felis femelle gravide (Coloration à l’hémalun-éosine, 
grossissement d’origine x100 pour l’abdomen et x1000 pour la glande salivaire). Photographie 
originale. 
 
 
5= Proventricule, 6= Intestin moyen, 8= Glandes rectales, 9= Ampoule rectale remplie de sang digéré, 10= 
Ovarioles, 14= Sensilium, 15= Tissu adipeux, 17= Cuticule, 22= Anus, 23= Glandes salivaires, 23a= Lumière de 
la glande, 23b= Noyau de la cellule épithéliale, 23c= Cellule épithéliale, 24= Tubes de Malpighi, 25= Vaisseau 
dorsal (« Cœur »), 26= Ovaires, 27= Œufs. 
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Figure 17. Système nerveux central de C. felis (Coloration à l’hémalun-éosine). (A) : Tête 
(Grossissement d’origine x200), (B) : Connections nerveuses entre le ganglion sous-oesophagien et le 
premier ganglion thoracique (Grossissement d’origine x400). Photographies originales. 
 
1= Cerveau, 1a= Ganglion sus-oesophagien, 1b= Ganglion sous-oesophagien, 2= Ganglions thoraciques, 4= 
Œsophage, 28= Connections entre 2 ganglions, 29= Pigments de l’œil, 30= Départ du nerf optique, 31= Cuticule 
à la base des antennes, 32= Antennes, 33= Axones, 34= Noyaux des neurones. 
 
 
 
Figure 18. Système respiratoire de C. felis (Coloration à l’hémalun-éosine, grossissement d’origine 
x400). Photographie originale.  
 
15= Tissu adipeux, 31= Trachéoles.  
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PCRq des déjections : Nous avons vu dans le travail précédent qu’après 48 heures de 
gorgement sur sang contaminé par B. henselae, l’ADN de cette bactérie était détectable dans 
les puces entières et dans leurs déjections pendant au moins 12 jours. Ces résultats sont 
importants pour contrôler l’infection effective des puces. Pour les 12 jours de suivi, les 
valeurs de Ct des déjections obtenues pour la PCR ciblant l’ADN 18 S de C. felis varient entre 
15,48 et 19,58, avec une valeur moyenne de 18,15 ± 1,22. Après correction, les valeurs de Ct 
obtenues pour B. henselae ont varié de 27,05 à 38,56 ± 3.6 entre les jours 1 et 12.  
PCRq des organes : les valeurs de Ct des différents organes de puces sont reportées dans le 
tableau 2 au cours du temps. Ces résultats montrent que l’extraction d’ADN a été bien réalisée 
dans tous nos prélèvements 
 
Tableau 2. Valeurs minimales, maximales et moyennes (± écart-type) des Ct obtenus par 
amplification de l’ADN ribosomique 18S de C. felis issu des organes microdisséqués de 20 puces 
au cours des 12 jours de suivi.  
 
Pendant les premières 48 heures de gorgement, les puces ont été mises en contact avec du 
sang contenant B. henselae. Le sang ingéré et trouvé dans le tube digestif des puces contient 
des bactéries durant cette période. L’amplification par PCRq des contenus digestifs obtenus 
lors de microdissection au cours de ces deux premiers jours devait mettre en évidence de 
l’ADN de B. henselae, et servir de témoin positif pour les jours suivants. La détection d’ADN 
de B. henselae a été négative pour tous les prélèvements issus des organes individualisés par 
microdissection et, de façon surprenante, le contenu du tube digestif est demeuré négatif y 
compris au cours de la phase initiale d’exposition. 
 Valeurs des Ct de la PCRq ciblant l’ADN de C. felis 
 Minimum Maximum Moyenne Écart-type 
Contenu digestif 16,78 22,13 20,35 1,80 
Épithélium de l’intestin moyen 19,91 25,06 22,94 1,49 
Épithélium du proventricule 19,14 21,58 20,48 0,96 
Ampoule rectale 20,37 25,37 22,41 1,70 
Ovaires 21,72 25,2 23,74 1,62 
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4.2.4. Discussion 
Face à cet échec, nous avons envisagé différentes pistes d’amélioration du protocole. Notre 
technique de qPCR ne nous a pas permis de détecter l’ADN de B. henselae à l’échelle des 
organes de la puce. Plusieurs facteurs peuvent influer la détection d’ADN ou d’ARN dans des 
tissus microdisséqués. Tout d’abord, le temps de conservation des lames avant 
microdissection doit être le plus court possible, afin de préserver au mieux la qualité des 
acides nucléiques. Pour des raisons pratiques, la microdissection n’a pu être réalisée le jour 
même de la préparation des lames, et les prélèvements ont été généralement regroupés afin 
d’être microdisséqués ensemble. Il nous a été impossible de traiter toutes les lames le même 
jour sachant que le temps de dissection moyen par organe sur les sections d’une même lame 
est de 45 minutes en moyenne. Ainsi le traitement des lames s’est déroulé sur plusieurs jours.  
Ensuite, le type de fixation peut avoir une influence. En effet, le formaldéhyde forme des 
interactions entre les protéines et les acides nucléiques, pouvant ainsi les dégrader 
considérablement (Foss et al., 1994). Dans une étude, le liquide de Carnoy (acide acétique, 
chloroforme, éthanol) a été utilisé pour fixer des tubes digestifs d’insectes prélevés par 
microdissection. Les auteurs montrent que ce type de fixation sans formol permet d’obtenir 
des ARNm de meilleure qualité et moins dégradés qu’avec une fixation à base de formol 
(Hong et al., 2011). Une manière de s’affranchir de la fixation au formaldéhyde serait de 
travailler sur des tissus congelés et de réaliser des coupes au cryostat, comme souvent 
présenté dans les protocoles de microdissection laser (Espina et al., 2006). Ce type de fixation 
maintient la réactivité des anticorps, mais la morphologie tissulaire est souvent moins bien 
conservée qu’en paraffine. De plus, les coupes risquent d’être rendues très friables par la 
chitine congelée.  
Une des principales limites de la microdissection est généralement la faible quantité de tissus 
prélevés (Espina et al., 2011). Dans notre travail, les sections de puces n’étaient généralement 
pas toutes exploitables et certaines étaient trop endommagées pour que tous les organes 
d’intérêt soient identifiables. Ainsi, les prélèvements d’organes se faisaient généralement sur 
moins de 20 puces. Il faudrait donc augmenter le nombre de puces prélevées par jour en 
doublant notamment le nombre de puces placées dans le nourrisseur, afin qu’au moins 20 
sections soient exploitables lors de la microdissection. Par ailleurs, l’épaisseur de coupe 
optimale suggérée en microdissection laser est entre 2 et 15 µm. Nous avons réalisé des 
coupes de 10 µm d’épaisseur. Nous pourrions envisager des coupes de 15 µm, afin 
d’augmenter la quantité de matériel prélevé. Au-delà de 15 µm, la microdissection n’est pas 
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complète, laissant une partie des composants tissulaires adhérant à la lame. La quantité de 
matériel génétique disponible à l’extraction et l’amplification, dans ces conditions, a pu être 
inférieure à la limite de détection des sondes utilisées estimée à 20 bactéries (Bouhsira et al., 
2013). Enfin, l’extraction d’ADN faite sur tissus fixés en paraffine est généralement beaucoup 
moins sensible que sur tissus frais. L’extraction pourrait être optimisée en utilisant un kit 
d’extraction d’ADN génomique spécifique pour les tissus fixés et préparés en paraffine 
(QiAamp DNA FFPE tissue kit, Qiagen). Ce kit permet de réaliser une extraction optimale de 
l’ADN et propose un protocole adapté incluant une étape de lyse à la protéinase K de 
plusieurs jours. 
 
 
 
 
 
Notre système de nourrisseur à membrane nous a permis d’étudier le rôle vecteur potentiel de 
C. felis pour quatre espèces de bartonelles et de préciser la persistance de B. henselae chez 
cette puce. En conditions expérimentales, l’ADN de B. henselae, B. clarridgeiae, B. quintana, 
B. birtlesii et B. tribocorum a été détecté chez C. felis et dans ses déjections pendant au moins 
trois jours suivant un repas contaminant. L’ADN des cinq espèces de bartonelles testées a été 
détecté dans le sang sain sur lequel les puces se sont nourries et ce pendant les trois jours de 
suivi, suggérant une possible transmission lors du repas. La recherche de l’ADN bactérien 
dans les œufs émis par les puces gorgées sur sang contaminé s’est avérée négative, suggérant 
que dans ces conditions, les bartonelles n’étaient pas transmises par voie trans-ovarienne 
chez C. felis. Le même dispositif expérimental nous a permis d’étudier la persistance de B. 
henselae chez C. felis. Pour cela, des puces C. felis nourries pendant 48 heures sur du sang 
contaminé par B. henselae, ont été analysées par PCR quantitative jusqu’à ce qu’aucune puce 
ne persiste dans le nourrisseur. L’ADN de B. henselae a été détecté dans l’organisme des 
puces et dans leurs déjections pendant toute leur durée de survie sur le nourrisseur.  
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CHAPITRE IV 
 
Moyens de lutte contre les puces et prévention de la transmission de 
Bartonella spp. 
 
Synthèse bibliographique et Travaux personnels 
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Sans puces, il n’y a pas de transmission de B. henselae comme nous l’avons présenté dans le 
chapitre précédent. Le contrôle régulier de ces ectoparasites semble donc être, dans l’état des 
connaissances actuelles, la seule manière disponible de prévention des infections par cette 
bactérie. Ainsi, les principales classes d’antiparasitaires permettant une lutte efficace contre 
les puces sont développées dans la première partie de ce chapitre. Nos travaux personnels 
consacrés à l’évaluation en laboratoire de nouvelles molécules ou nouvelles formulations pour 
le contrôle des puces sont développés dans la deuxième partie. Dans la troisième partie, nous 
proposons un protocole expérimental simple permettant d’évaluer l’efficacité de produits 
insecticides dans la prévention de la transmission de B. henselae. 
1. Principaux produits utilisables dans la lutte contre les puces 
Les puces adultes trouvées sur un animal domestique représentent seulement 5 % de la 
population des puces d’un foyer. Les stades immatures (œufs, larves, cocons) présents dans 
l’habitat constituent la majorité de la population parasitaire et sont des sources de réinfestation 
pour les animaux. La lutte contre les puces doit donc associer des mesures chimiques contre 
les puces adultes à des mesures mécaniques, comme une aspiration régulière des maisons 
pour éliminer les œufs, les larves ou les pupes disséminés dans l’habitat. Les antiparasitaires 
destinés à la lutte contre les ectoparasites chez les carnivores domestiques ont évolué du fait 
de l’apparition de nouveaux principes actifs et de nouvelles formes galéniques. De nouvelles 
familles de neurotoxiques sont apparues et ont remplacé les organochlorés, les 
organophosphorés et les carbamates progressivement interdits en France. Les régulateurs de 
croissance des insectes (Insect Growth Regulator (IGR)) sont intéressants, associés ou non 
aux insecticides. Deux classes d’IGR existent : les analogues de l’hormone juvénile et les 
inhibiteurs de synthèse de la chitine. L’ensemble de ces insecticides est commercialisé sous 
différentes formes galéniques dont le but est d’en simplifier l’utilisation par le propriétaire et 
de favoriser leur compliance.  
Les différents groupes chimiques disponibles sur le marché des médicaments vétérinaires sont 
présentés chronologiquement, du plus ancien au plus récent. 
1.1. Les insecticides neurotoxiques 
• Organochlorés  
 Les organochlorés sont des inhibiteurs du GABA (acide gamma aminobutyrique) et stimulent 
l’ouverture des canaux sodiques situés sur les neurones des ganglions cérébraux des insectes. 
Ils provoquent une hyperexcitabilité des neurones qui stimule l’activité musculaire de 
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l’insecte ou de l’acarien et provoque sa mort par convulsions. L’organochloré qui a été le plus 
utilisé chez les animaux et dans l’environnement est le lindane, découvert en 1912. En raison 
de sa toxicité chez les mammifères et les oiseaux et du risque d’accumulation dans 
l’environnement, l’utilisation du lindane est maintenant proscrite dans la plupart des pays 
(Beugnet et Franc, 2012). 
• Organophosphorés 
En inhibant les acétylcholinestérases, ils entraînent l’accumulation de l’acétylcholine au 
niveau des synapses neuromusculaires, provoquant une hyperactivité des arthropodes et une 
mort par paralysie tonique (O’Brien, 1964). Leur spectre d’activité est large, incluant les 
insectes et les acariens. Ils ont une rémanence de quelques jours. Leur activité de type 
parasympathomimétique les rend toxiques en cas de surdosage, notamment chez le chat. Des 
phénomènes de chimiorésistance ont été décrits vis-à-vis des mouches, des insectes rampants, 
mais aussi des tiques et des puces dans plusieurs pays du monde. Les molécules de ce groupe 
sont nombreuses et celles qui ont été le plus utilisées chez les carnivores domestiques sont : le 
coumaphos, le cythioate, le dimpylate (ou diazinon), le fenthion, le dichlorvos, le fénitrothion 
principalement sous forme de poudre, de collier, de spray et de spot-on (Beugnet et Franc, 
2012). En France, les organophosphorés ont été progressivement retirés du marché, en raison 
des risques de toxicité potentielle en cas d’exposition chronique chez les utilisateurs, 
particulièrement chez l’enfant. Seul le dimpylate ou diazinon est toujours disponible avec une 
autorisation de mise sur le marché (A.M.M.) soit sous forme de collier (chiens et chats) soit 
en lotion (chiens).  
• Carbamates 
Ils ont la même action anticholinestérasique que les organophosphorés, mais présentent moins 
de toxicité. Leur rémanence est de deux à quatre jours et ils ne s’accumulent pas dans les 
tissus animaux ni dans l’environnement. Les molécules qui ont été les plus utilisées pour 
lutter contre les puces étaient le bendiocarbe, le carbaryl et le propoxur, principalement sous 
forme de poudre ou de colliers. Ils n’ont plus d’A.M.M. en France. 
• Pyréthroïdes : pyréthrines et pyréthrinoïdes 
Les pyréthrines regroupent un ensemble d’esters insecticides extraits des fleurs du Pyrèthre, 
Chrysanthemum cinerariaefolium (Einstein, 1994 ; Desfontis, 2010). Elles ont été 
progressivement remplacées par des dérivés synthétiques, ou pyréthrinoïdes. Les 
pyréthrinoïdes de seconde génération et de troisième génération, photostables, ont été 
largement utilisées dans la lutte contre les parasites externes des carnivores domestiques. Les 
molécules les plus employées chez les carnivores sont la perméthrine, la deltaméthrine et la 
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fluméthrine (Desfontis, 2010). Les pyréthrinoïdes agissent très rapidement par contact ou par 
ingestion. Elles maintiennent les canaux sodiques ouverts, conduisant à une dépolarisation 
membranaire (Dorman et Beasley, 1991). Leur effet peut se dérouler en 3 phases. Tout 
d’abord, l’action sur le ganglion cérébral est très rapide conduisant à une paralysie. C’est 
l’effet « knock-down » qui peut être réversible. Une seconde phase d’hyperexcitation due à la 
dépolarisation des nerfs périphériques entraîne des mouvements rapides et incohérents. La 
dernière phase est la paralysie puis la mort du parasite (Desfontis, 2010 ; Plumb, 2011). Les 
pyréthrinoïdes sont peu toxiques chez les mammifères, mais certaines molécules, comme la 
pyréthrine sont toxiques chez le chat (défaut de glucuronyltransférase hépatique indispensable 
à la métabolisation de ces molécules) chez qui l’utilisation est formellement interdite. Les 
pyréthrinoïdes sont très toxiques chez les poissons. Elles sont utilisées chez le chien sous 
forme de spray, de shampoings, de lotion, de collier ou de spot-on, souvent en association 
avec d’autres molécules insecticides. Elles peuvent être employées dans l’environnement, 
parfois en association avec des IGR. Ces molécules sont principalement utilisées dans le 
traitement et la prévention contre les puces et les tiques, mais également contre les 
phlébotomes, les moustiques (Culex spp, Aedes spp) et les mouches piqueuses des genres 
Stomoxys spp et Haematobia spp. 
• Néonicotinoïdes : l’imidaclopride, le nitenpyram, et le dinotéfuran 
Ce sont des agonistes des récepteurs nicotiniques post synaptiques de l’acétylcholine ; ils 
provoquent donc une paralysie spastique mortelle. Ils ciblent des récepteurs spécifiques aux 
insectes, étant ainsi très faiblement toxiques pour les mammifères.  
L’imidaclopride est lipophile et après son application sous forme de spot-on, il diffuse dans la 
couche lipidique superficielle et se répartit sur l’ensemble du pelage en environ 24 heures. La 
rémanence de l’activité est d’un mois. L’imidaclopride a une action rapide sur les puces qui 
meurent dans les deux à huit heures après traitement (Cadiergues et al., 2001 ; Dryden et al., 
2005 ; Franc et Yao, 2007). Afin d’élargir son spectre d’action, l’imidaclopride est 
commercialisé dans des formulations contenant de la moxidectine (Dryden et al., 2011), de la 
perméthrine (Epe et al., 2003 ; Hellmann et al., 2003) de la fluméthrine (Dantas-Torres et al., 
2013 ; Lappin et al., 2013) ou du pyriproxifène (Ross et al., 2013). 
Le nitenpyram est un insecticide systémique non rémanent à action rapide. Il est administré 
par voie orale sous forme de comprimé. Son absorption et son élimination sont rapides : il est 
absorbé en 30 minutes à deux heures, et est éliminé en environ deux jours par voie urinaire. 
Lors du repas sanguin, les puces ingèrent le nitempyram et meurent en 15 à 30 minutes. En 
six heures, l’efficacité adulticide est de 97 % (Dobson et al., 2000). 
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Le dinotéfuran a le même mode d’action que l’imidaclopride. Il est disponible sous forme de 
spot-on associé au pyriproxifène et à la perméthrine et présente ainsi un spectre d’action 
élargi aux tiques et aux stades immatures des puces (Coyne, 2009 ; Bouhsira et al., 2012). 
• Phénylpyrazoles : fipronil et pyriprole 
Le fipronil a été introduit en médecine vétérinaire dans les années 90. Il se fixe aux récepteurs 
GABA et glutamate, empêchant l’ouverture des canaux chlore conduisant à une hyperactivité 
neuronale (Narahashi et al., 2010). Le GABA et le glutamate sont des neurotransmetteurs qui 
inhibent l’activité musculaire des insectes et des acariens. L’utilisation de fipronil arrête donc 
l’inhibition de l’excitation cellulaire, et les arthropodes meurent par paralysie spastique. Les 
récepteurs cibles sont spécifiques des arthropodes d’où une marge de sécurité élevée chez les 
mammifères. Le fipronil est lipophile ce qui lui permet d’être stocké dans les lipides et les 
glandes sébacées desquelles il est libéré progressivement. La rémanence d’activité varie de 15 
jours à deux mois (Beugnet et Franc, 2010). Les puces meurent en moyenne en 6 heures et 
généralement en moins de 24 heures (Franc et Beugnet, 2008). Son association au (S) -
méthoprène élargit le spectre d’action de la combinaison aux stades immatures des puces 
(Franc et al., 2007). 
Le pyriprole est lipophile et a le même mode d’action que le fipronil. Il est commercialisé 
sous forme de spot-on et une application mensuelle procure une bonne protection contre les 
réinfestations par les puces (Barnett et al., 2008 ; Schuele et al., 2008). 
• Semicarbazone : métaflumizone 
La métaflumizone est un insecticide de contact qui agit comme un agoniste des canaux 
sodiques. En se fixant au récepteur, l’entrée du sodium dans la cellule est bloquée ce qui 
inhibe l’activité neuronale. Les insectes sont paralysés et meurent. La métaflumizone est 
commercialisée sous forme de spot-on (Holtzmer et al., 2007) et son association à l’amitraz 
permet d’élargir son spectre d’action aux tiques (Hellmann et al., 2007). 
• Oxadiazines : indoxacarbe 
L’indoxacarbe est une molécule insecticide qui agit par ingestion. Pour être activé, 
l’indoxacarbe doit être métabolisé par l’action d’estérases et d’amidases présentes chez 
l’insecte (McCann et al., 2001 ; Wing et al., 2010). Le métabolite actif provoque un blocage 
des canaux sodiques conduisant à l’inhibition de l’activité neuronale puis à la mort par 
paralysie (Silver et al., 2010). L’indoxacarbe est disponible sous forme de spot-on et assure 
une bonne protection contre les puces pendant six semaines (Dryden et al., 2013). Son 
association à la perméthrine permet une protection contre les tiques. L’indoxacarbe réduit la 
viabilité des œufs issus de puces adultes en contact avec cette molécule (Dryden et al., 2013).  
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• Lactones macrocycliques du groupe des avermectines/milbemycines 
Ces molécules ne sont pas des insecticides ou des acaricides au sens strict. Elles ont un large 
spectre d’action sur les nématodes des mammifères et sur certains parasites externes comme 
les poux piqueurs, les puces et les agents de gales. Elles se fixent aux récepteurs à glutamate 
près des canaux chlore, maintenant ces derniers ouverts. L’inhibition des neurones provoque 
une mort par paralysie. Après application sous forme de spot-on, les avermectines sont 
stockées dans les cellules graisseuses et l’élimination est progressive, essentiellement par voie 
fécale. Les formulations indiquées dans la lutte contre les puces sont à base de sélamectine 
(Cadiergues et al., 2001 ; Ritzhaupt et al., 2002 ; Franc et Yao, 2007) ou de moxidectine 
associée à l’imidacloprid (Arther et al., 2003). Des travaux récents ont montré l’efficacité de 
cette association dans la prévention de la transmission de B. henselae par C. felis (Lappin et 
al., 2013 ; Bradburry et Lappin, 2010). 
• Lactones macrocycliques du groupe des spinosynes : spinosad et spinétoram  
Les spinosynes sont les dernières molécules à être apparues sur le marché vétérinaire. Elles 
ont été isolées de la culture du champignon Saccharopolyspora spinosa (Mertz et Yao, 1990). 
Les principales molécules sont les spinosynes A et D. Elles se fixent à des récepteurs 
nicotiniques à l’acétylcholine différents de ceux ciblés par les autres molécules insecticides. 
Cela conduit à une stimulation post-synaptique des neurones entraînant des contractions et des 
tremblements musculaires, prostration, paralysie puis mort rapide des puces (Sparks et al., 
2001). Les spinosynes peuvent avoir une action sur les insectes par contact ou par ingestion. 
Chez les mammifères, elles sont stockées dans le tissu adipeux. Le spinosad est un mélange 
des spinosynes A et D. Il est disponible sous forme de comprimé appétant pour chien et chat. 
Son action curative anti-puce est très rapide et commence dans les 30 minutes après ingestion 
et atteint sont activité maximale dans les quatre heures. Son effet préventif contre de 
nouvelles réinfestations est d’un mois, avec un effet maximal dans les 48 heures post-
administration (Robertson-Plouch et al., 2008 ; Franc et Bouhsira, 2009 ; Blagburn et al., 
2010 ; Wolken et al., 2012). 
Le spinétoram est une autre molécule appartenant au groupe des spinosynes et résulte d’une 
modification de la spinosyne J. Il a une action systémique et de contact et agit rapidement : les 
premières puces sont tuées dans les 30 minutes après le traitement. Cette molécule est 
commercialisée aux États-Unis sous forme d’un spot-on pour chats et assure une protection 
contre les puces d’un mois. 
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1.2. Les régulateurs de croissance des insectes 
Ce ne sont pas des insecticides : ils inhibent la reproduction et le développement normal des 
insectes. Les deux groupes les plus importants utilisés en médecine vétérinaire sont les 
analogues de l’hormone juvénile, qui interfèrent avec des hormones de croissance, et les 
inhibiteurs de la synthès de la chitine, qui inhibent la chitine synthétase intervenant dans la 
synthèse de la chitine. Ils présentent une très faible toxicité pour les mammifères.  
1.2.1. Les analogues de l’hormone juvénile (ou juvénoïdes) 
Ils agissent par contact direct avec la cuticule des œufs nouvellement pondus, empêchant leur 
évolution en larves. Ils peuvent agir également sur les larves de troisième stade en fin 
d’évolution en bloquant leur transformation en pupes (Palma et al., 1993 ; Miller et al., 1999 ; 
Beugnet et Franc, 2012). Les juvénoïdes utilisés en médecine vétérinaire pour lutter contre les 
puces sont le méthoprène, le (S) méthoprène (isomère actif), le pyriproxifène et le 
fénoxycarbe (Marchiondo et al., 1990 ; Jacbos et al., 1996 ; Stanneck et al., 2002). Ces 
molécules peuvent être utilisées en application dans l’environnement sous forme de spray ou 
de diffuseur, ou directement sur l’animal. Le fénoxycarbe est principalement utilisé dans 
l’environnement. Le méthoprène et le pyriproxifène sont utilisés en association avec un 
insecticide/acaricide comme le fipronil, la perméthrine, le dinotéfuran ou l’imidaclopride et 
sont appliqués aux animaux généralement sous forme de spot-on (Young et al., 2004 ; Franc 
et al., 2007).  
1.3.1. Les inhibiteurs de synthèse de la chitine 
La synthèse de la chitine intervient tout le long de la vie des insectes : lors de la formation de 
la larve au moment de chaque mue, et lors du passage de la pupe à l’adulte. En bloquant 
l’action de la chitine synthétase, ces molécules empêchent la formation de la cuticule. Selon 
l’âge du stade sur lequel ces molécules sont appliquées, elles empêchent l’éclosion des œufs, 
la mue larvaire, ou provoquent l’arrêt de l’alimentation de la larve qui succombe dans les 24 à 
48 heures (Franc, 1994 ; Elek, 1998). Les molécules les plus utilisées en médecine vétérinaire 
sont le flufénoxuron dans l’environnement, et le lufénuron administré à l’animal par voie 
orale ou par injection sous-cutanée. Le lufénuron est stocké dans les tissus adipeux ou se fixe 
aux protéines plasmatiques. Cette molécule assure un bon contrôle des populations de puces 
chez le chien et le chat (Blagburn et al., 1995 ; Franc et Cadiergues, 1996 ; Franc et 
Cadiergues, 1997 ; Jacobs et al., 2001). Une injection unique chez le chat contrôle les 
réinfestations pendant 26 semaines (Franc et Cadiergues, 1997). 
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2. Évaluation de l’efficacité de produits destinés à la lutte contre les puces 
des carnivores 
L’efficacité d’un produit contre les puces doit être évaluée par des études cliniques réalisées 
en laboratoires et sur le terrain. Le déroulement de tests insecticides est standardisé et 
déterminé par l’Agence du Médicament pour l’Europe (European Medicines Agency in 
Europe (EMEA) (Marchiondo et al., 2007) et par la Pesticide Agency ou Food and Drug 
Administration (FDA) pour les États-Unis. Ces travaux permettent de déterminer le spectre 
d’action, la rapidité d’action contre une infestation existante (effet curatif) ou contre de 
nouvelles infestations (effet préventif) ainsi que la durée d’action. Ils peuvent également 
évaluer l’efficacité d’un produit sur les stades immatures (évolution des œufs en larves et des 
larves en pupes) et sur la prolificité des femelles (ponte). Ces études sont obligatoires pour 
l’enregistrement de nouvelles formulations. 
2.1. Détermination de l’efficacité d’insecticides dans le contrôle des puces des carnivores 
domestiques  
L’évaluation de l’efficacité d’un produit destiné à la lutte contre les puces se déroule en 
plusieurs étapes. Le laboratoire doit fournir l’espèce de puces (C. felis ou C. canis), ainsi que 
le stade (puces adultes, stades immatures) ciblé par le produit. Le choix de l’espèce animale à 
traiter (chien ou chat) doit être justifié. Les animaux doivent être acclimatés à l’hébergement 
en laboratoire au moins 15 jours avant le début de l’étude. Ils doivent être placés dans des 
cages individuelles, afin d’éviter toute contamination croisée entre animaux traités et animaux 
témoins. L’EMEA préconise l’utilisation d’au moins six animaux par groupe, justifiée 
notamment par les exigences des analyses statistiques. La présence d’un groupe témoin est 
toujours nécessaire pour s’assurer que la diminution du nombre de puces observée sur les 
animaux traités est bien due à l’activité du produit testé.  
Chaque animal est infesté une fois par semaine tout au long de l’essai avec 50 à 100 puces 
non gorgées et d’âge similaire. Le nombre de puces retrouvées sur chaque animal est estimé 
par peignage réalisé par du personnel compétent, et suivre une procédure détaillée propre au 
laboratoire. Au moins 50 % des puces doivent être retrouvées sur les animaux témoins à 
chaque point de peignage. 
L’efficacité du produit est évaluée à intervalles réguliers tout au long de la période d’activité 
revendiquée par le produit. L’efficacité ou l’activité adulticide est toujours déterminée par 
rapport au groupe témoin. Elle est calculée de la manière suivante : 
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Avec : Mc= moyenne (arithmétique ou géométrique) des puces vivantes retrouvées sur 
les animaux témoins 
Mt= moyenne (arithmétique ou géométrique) des puces vivantes retrouvées sur 
les animaux traités 
L’efficacité contre les puces doit être d’au moins 95 % à chaque point de comptage tout au 
long de la période d’efficacité revendiquée par le produit. 
 
Une étude déterminant l’activité adulticide d’un produit se déroule suivant les étapes 
rapportées dans le tableau 3. 
 
Avant J-2 Tous les animaux de l’étude sont infestés avec le même nombre de puces 
et sont peignés 24 heures ou 48 heures après. Cette infestation 
préliminaire permet d’éliminer les animaux les moins réceptifs aux puces 
(moins de 50 % des puces retrouvées lors du peignage). Les résultats de 
ces comptages sont utilisés pour répartir les animaux en plusieurs groupes 
(témoin, traité) de sensibilité aux puces équivalente. Pour cela, les 
animaux sont rangés par nombres de puces décroissants, et sont ensuite 
attribués de façon aléatoire à un groupe de traitement. 
J-2 à J-1 Une infestation est réalisée 24-48 heures avant le traitement dans les 
études ayant pour but de déterminer l’effet curatif d’un produit sur une 
infestation existante. 
J0 Application du produit. 
 
Évaluation de la 
rapidité 
d’action 
Les puces vivantes sont collectées par peignage des animaux à des temps 
déterminés (à 1 h, 6 h et 12 h par exemple) dans les 48 premières heures 
après l’application du produit et comptées. 
 
Évaluation de 
l’effet préventif 
Les animaux sont infestés 24 à 48 heures après le traitement, puis à 
intervalles réguliers (à J7, J14, J21, J28 par exemple), et sont peignés 24 à 
48 heures après chaque infestation pour collecter les puces vivantes qui 
sont comptées. 
 
Tableau 3. Chronologie des activités effectuées lors de l’évaluation en laboratoire de l’efficacité 
insecticide adulticide d’une formulation anti-puce à visée curative et/ou préventive. 
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Peu d’études se sont intéressées à la sensibilité aux insecticides de C. canis. Hors, cette espèce 
est pourtant prédominante dans certains pays d’Europe (Koutinas et al., 1995 ; Alcaino et al., 
2002 ; Gonzalez et al., 2004 ; Farkas et al., 2009). Des études épidémiologiques ont par 
ailleurs mis en évidence l’ADN de B. henselae chez C. canis (Ishida et al., 2001 ; Blanco et 
al., 2006 ; Varagnol et al., 2008 ; Marquez et al., 2009 ; Kumsa et al., 2014), suggérant un 
potentiel rôle vecteur de cette puce. Bartonella  henselae est par ailleurs responsable 
d’endocardites chez le chien (Breitschwerdt et al., 1995a). Dans ce contexte, il nous a donc 
semblé intéressant de tester l’efficacité de différentes formulations antiparasitaires contre C. 
canis, les résultats d’efficacité obtenus pour C. felis ne peuvant être étendus à C. canis. 
 2.1.1. Étude de l’efficacité de deux spot-on dans la lutte contre C. canis chez le 
chien. 
Nous présentons ici deux études cliniques réalisées au sein de notre laboratoire et qui ont 
déterminé l’efficacité de deux nouvelles formulations associant des insecticides et un IGR 
contre C. canis. 
Dans une première étude (Article IV), nous avons évalué l’effet adulticide d’une association 
de fipronil, d’amitraz et de (S) méthoprène dans le contrôle de C. canis chez le chien. Pour 
cela, deux groupes de neuf chiens chacun, ont été formés (un groupe témoin et un groupe 
traité). Le traitement a été administré à J0 à raison de 6,7 mg/kg de fipronil, de 8 mg/kg 
d’amitraz et de 6 mg/kg de (S) méthoprène. Les chiens ont été infestés avec 100 C. canis à J-1 
pour déterminer l’effet curatif de la formulation puis à J7, J14, J21, J28, J35, J42, J49 et J56 
de manière à étudier la protection contre de nouvelles réinfestations. Les animaux ont été 
peignés 24 heures après le traitement et après chaque infestation. Le traitement a eu une 
efficacité de 99 % à 24 heures et de plus de 96 % pendant sept semaines. Ces résultats sont 
proches de ceux obtenus avec du fipronil associé à du (S) méthoprène contre C. felis (Franc et 
Bouhsira, 2009). 
Dans l’article suivant (Article V), nous avons étudié l’effet adulticide d’une association de 
perméthrine, de pyriproxifène et de dinotéfuran sur C. canis. Douze chiens ont été inclus dans 
l’étude et les six chiens traités ont reçu à J0 à une administration de 68,3 à 129,6 mg/kg de 
perméthrine, de 9,4 à 17,8 mg/kg de dinotéfuran et de 0,83 à 1,58 mg/kg de pyriproxifène. 
Les chiens ont été infestés avec 100 C. canis à J1, J7, J14, J21 et J28 et ont été peignés 48 
heures après. Dans ce même protocole, nous avons déterminé l’efficacité de cette formulation 
contre Phlebotomus perniciosus. Les chiens ont été mis en contact avec 100 P. perniciosus 
femelles à jeun pendant 1 heure à J1, J7, J14, J21 et J28 avant chaque infestation par C. canis. 
102 
 
Ce protocole nous a permis d’étudier simultanément l’efficacité de cette association de 
perméthrine, de dinotéfuran et de pyriproxyfène contre deux espèces parasitaires réduisant 
ainsi le nombre d’études nécessaires et le nombre de chiens utilisés. L’effet adulticide de la 
formulation contre C. canis a été de plus de 99 % tout au long de l’étude. Ces résultats sont 
similaires à ceux obtenus contre C. felis avec la même formulation (Bouhsira et al., 2012).  
Ces travaux font l’objet des Articles IV et V et ont été publiés respectivement dans Veterinary 
Parasitology en 2011 et Parasitology Research en 2013. 
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A novel  spot-on  formulation  combining  ﬁpronil,  amitraz  and  (S)-methoprene
(CERTIFECTTM,  Merial  Limited,  GA, USA)  was  evaluated  in  adult  Beagle  dogs  in a
study  to determine  its adulticidal  efﬁcacy  against  the  dog  ﬂea (Ctenocephalides  canis,
Curtis,  1826).  Sixteen  dogs  were  randomly  allocated  to treatment  groups:  8 dogs  served
as untreated  controls,  and  8  dogs  were  treated  once.  Treatment  consisted  of  applying
a  new  combination  formulation  to deliver  at  least  6.7  mg  ﬁpronil/kg  body  weight  (bw),
8.0 mg  amitraz/kg  bw, and  6.0 mg  (S)-methoprene/kg  bw.  The  combination  was  designed
to enhance  the efﬁcacy  against  ticks  of  the  original  ﬁpronil/(S)-methoprene  combination.
Each  dog  was  infested  with  100  adult  unfed  dog  ﬂeas  within  24  h prior to treatment  and
then at  weekly  intervals  for 8  weeks  after  treatment.  At 24  h  after  treatment  or  after
each subsequent  infestation,  each  dog  was  combed  thoroughly  to  remove  live ﬂeas  to
be counted.  A  single  treatment  with  CERTIFECT  provided  excellent  knock-down  of ﬂeas
within 24  h  after  treatment  and  controlled  re-infestations  for  up  to  7  weeks  (efﬁcacy
≥96.5%,  p <  0.05).
© 2011 Elsevier B.V. All rights reserved.
1. Introduction
The cat ﬂea, Ctenocephalides felis felis, is considered to
be  the predominant ﬂea species found on dogs and cats
worldwide (Rust and Dryden, 1997) while the dog ﬂea,
Ctenocephalides canis, generally is regarded as less impor-
tant.  However, many surveys conducted worldwide show
that  the spectrum of ﬂea species found on dogs varies
largely in the different geographical areas. The prevalence
of  C. canis appears to be greater than that of C. felis felis
or  at least equivalent in many regions: Ireland (Baker
and Hatch, 1972), Greece (Koutinas et al., 1995), Alba-
nia  (Xhaxhiu et al., 2009), Hungary (Farkas et al., 2009),
∗ Corresponding author. Tel.: +33 5 61 193 873; fax: +33 5 61 193 971.
E-mail address: m.franc@envt.fr (M.  Franc).
Korea (Chee et al., 2008), New Zealand (Guzman, 1984),
Argentina (Gonzales et al., 2004), and Chile (Alcaino et al.,
2002).  In areas where C. felis felis appears to be predomi-
nant, C. canis still represents a considerable proportion of
the  ﬂea population: 11.2% in France (Franc et al., 1998),
10% in Spain (Gracia et al., 2007), 12.5% in Germany (Beck
et  al., 2006), and 21% in the USA (Durden et al., 2005).
Moreover, the dog ﬂea is also found on wild canids in
many areas (Durden and Traub, 2002). In many epidemi-
ological studies the majority of C. canis ﬂeas were found
on  dogs living outdoors in rural areas (Franc et al., 1998;
Alcaino et al., 2002; Gracia et al., 2007). The present work
was  conducted in order to determine the efﬁcacy of a
ﬁpronil, amitraz and (S)-methoprene combination formu-
lation  (CERTIFECTTM, Merial Limited, GA, USA) against the
dog  ﬂea, C. canis, after a single topical application on
dogs.
0304-4017/$ – see front matter ©  2011 Elsevier B.V. All rights reserved.
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$57,&/(,9

352 E. Bouhsira et al. / Veterinary Parasitology 179 (2011) 351– 353
Table 1
Geometric mean ﬂea counts, percent efﬁcacy and P-value relative to non-treated controls for dogs treated with the tested spot on.
Study Daya Untreated control
Geometric meanb
(Arithmetic mean)
Fipronil, amitraz and
(S)-methoprene combination
Geometric  mean
(Arithmetic mean)
Efﬁcacyc
=Percent reduction of ﬂea
counts in treated group (%)
P-valued
1 73.9  (74.3) 0.1 (0.1) 99.9 <0.05
8 75.6  (75.8) 0 (0) 100 <0.05
15 71.2  (71.9) 0 (0) 100 <0.05
22  71.9 (72.8) 0 (0) 100 <0.05
29  73.1 (73.6) 0.1 (0.3) 99.8 <0.05
36  76.1 (76.4) 0.3 (1.1) 99.6 <0.05
43  73.8 (74.5) 0.5 (4.0) 99.3 <0.05
50 71.4  (72.1) 2.5 (8.5) 96.5 <0.05
57  72.8 (73.6) 19.7 (23.8) 73.0 <0.05
a The Day-1 ﬂea infestation was followed by a single treatment application on Day 0 and ﬂea counts at 24 (±3) h (Day 1) after treatment. Subsequent
ﬂea  counts were completed at 24 (±3) h after ﬂea infestations.
b Based on transformation to ln(count + 1). There were 8 animals per treatment group.
c Based on geometric means.
d Probability value from Friedman’s test.
2. Materials and methods
2.1.  Animals
Eight male/male castrated and 8 female healthy Beagle
dogs (>3 years old, weighing 8.3–13.8 kg) from the Ecole
Nationale Vétérinaire de Toulouse (ENVT) were studied.
Dogs had not been exposed to ectoparasiticides within
3  months prior to treatment and were in good health
throughout the study. All dogs were shampooed on Day-14
with  a non-insecticidal shampoo.
Dogs were housed individually in cages (approximately
1.8 m × 1 m)  indoors with controlled environmental con-
ditions. Dogs were fed a commercial dry dog food ration
calculated to maintain the animal in a healthy physical
state. Water was available ad libitum through automatic
lickers. No concurrent medication was given during the
study.  Dogs were managed similarly and with due regard
for  their well being. Animals were handled in compliance
with the relevant Institutional Animal Care and Use Com-
mittee  (IACUC) approvals, and requirements.
2.2. Experimental design and methods
The dogs were acclimatized to study conditions for 15
days  prior to treatment and were observed for general
health conditions throughout the study. On Day-7, each
of  20 dogs was infested with 100 C. canis from a strain
established and maintained as a closed colony at ENVT
since 2008. On Day-6, ﬂea comb counts were conducted to
assess  the ability of dogs to maintain infestations. Each dog
was  combed for 10 min  by two technicians using a ﬁne ﬂea
comb  (12 teeth/cm). Each animal’s entire coat was combed
thoroughly, and combing was stopped only after no ﬂea
was  found during the last minute of combing. If ﬂeas were
found,  combing continued until no ﬂea was found during
one  minute time frame. The 16 dogs with the highest pre-
treatment ﬂea counts and good health status were selected
for  the study.
On  Day-4, eight replicates of two dogs each were formed
based on descending pre-treatment ﬂea counts within sex.
Within  replicates, dogs were randomly allocated to one of
two  treatment groups.
Dogs  (4M and 4F) in Group 1 remained untreated and
served as controls. Dogs (4M and 4F) in Group 2 received the
ﬁpronil,  amitraz and (S)-methoprene combination, admin-
istered  to the skin in two spots in front of the scapulae
and between the base of the skull and the scapulae, once
on  Day 0, at a dose volume of 1.07 mL  for dogs ranging
from 2 to 10 kg and 2.14 mL  for dogs ranging from 10 to
20  kg. The composition of the combination is designed to
deliver  at least 6.7 mg  ﬁpronil/kg bodyweight (bw), 8.0 mg
amitraz/kg bw and 6.0 mg  (S)-methoprene/kg bw.
On  Days-1, 7, 14, 21, 28, 35, 42, 49 and 56, each dog
was  infested with 100 ± 2 adult unfed C. canis. Live ﬂeas
were  removed and counted 24 ± 3 h after treatment or
infestation. Personnel conducting comb counts and caring
for  the animals were blinded to treatment group alloca-
tions. To prevent cross-contamination between treatment
groups, separate ﬂea combs and lab coats were used for
each  treatment group and were labelled as such. Gloves
were changed systematically between each dog.
2.3. Data analysis
Counts  of live adult ﬂeas were transformed to the
ln(count + 1) for calculation of geometric means by treat-
ment  group at each time point. Arithmetic means also
were  calculated. Percent efﬁcacy from the control group
mean  was  calculated for the treated group at every post-
treatment time point using the formula:
%Efﬁcacy
= Geometric mean control − Geometric mean treated
Geometric mean control
× × 100
The treated group was compared to the control group
using Friedman’s test. All tests were two-sided at the sig-
niﬁcance level  ˛ = 0.05. Analyses were performed using
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procedures of SAS® (SAS Institute Inc., Cary, NC, USA) ver-
sion  9.1.
3.  Results
All dogs included in the study demonstrated ade-
quate pre-treatment parasite holding ability. Day-6 ﬂea
counts  ranged from 66 to 93. All untreated animals main-
tained  adequate ﬂea infestations throughout the study.
Post-treatment geometric mean ﬂea counts for untreated
control dogs ranged from 71.2 to 76.1 (Table 1). Flea counts
for  the treated dogs were signiﬁcantly lower than those for
untreated  control dogs at all post-treatment evaluations
(p < 0.05, Table 1). The treatment effectively controlled the
existing  ﬂea infestation, providing 99.9% efﬁcacy within
24  h after treatment. The treatment provided ≥99.3% efﬁ-
cacy  up to 6 weeks after treatment (Day 43) and then 96.5%
efﬁcacy, 7 weeks post-treatment.
4.  Discussion
Treatment of dogs with the proposed dose rate of the
ﬁpronil, amitraz and (S)-methoprene/ combination pro-
vided  effective control (≥96.5%) of the dog ﬂea for at
least  50 days (7 weeks) after treatment. These results are
similar  to those obtained 10 years ago on C. canis with
ﬁpronil alone, where 100% efﬁcacy was observed for 37
days  after treatment (Cadiergues et al., 2001). Interestingly,
spinosad administered per os (48.5 mg/kg) also demon-
strated to have efﬁcacy over 99.7% during 21 days (Franc
and  Bouhsira, 2009). Data published by McTier et al. (2000)
proved  selamectin to be efﬁcacious against C. canis and C.
felis  felis, however evaluations were performed 72 h after
each  infestation (and not 24 h).
The efﬁcacy of the formulation was consistent with that
seen  for C. felis felis strains using ﬁpronil alone (FRONTLINE
Top Spot®) and the ﬁpronil/(S)-methoprene combination
(FRONTLINE Plus®/Combo®) (Young et al., 2004). In the lat-
ter  study efﬁcacy on Day 35 was over 99.6% for the two
formulations and was 78.9% and 63.9% on Day 49, with
the  ﬁpronil and the ﬁpronil/(S)-methoprene combination,
respectively.
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Abstract This study was conducted to evaluate the efficacy
of a new topical ectoparasiticidal spot-on containing 4.95 %
dinotefuran (w /w), 36.08 % permethrin (w /w) and 0.44 %
pyriproxyfen (w /w) (Vectra 3D™, Ceva, Libourne, France)
against Portuguese strain of Phlebotomus perniciosus and a
French strain of Ctenocephalides canis in dogs. Twelve bea-
gle dogs were exposed for 1 h to 100 P. perniciosus on day 6
for allocation in two groups. One group was treated on day 0,
and the other group was the control group. The dogs were
exposed for 1 h to 100 P. perniciosus on days 1, 7, 14, 21 and
28. After each sandfly challenge, the same dogs were infested
with 100 C . canis . Counts of living fleas were determined
48 h after infestation on days 4, 3, 9, 16, 23 and 30. For
sandflies, the anti-feeding effect was 96.9, 99.7, 98.7, 83.5 and
87.0% on days 1, 7, 14, 21 and 28, respectively. The mortality
effect was 97.8, 99.8, 73.7, 27.5 and 39.6 % on days 1, 7, 14,
21 and 28, respectively. At each challenge point, the mortality
and anti-feeding effects on sandflies were significantly differ-
ent between the control and treatment groups (p <0.05). The
adulticidal effect on C . canis remained above 99 % through-
out the study period. The results indicate that a combination
with dinotefuran, permethrin and pyriproxyfenmay be used as
an effective part of an overall flea and sandfly control strategy
in dogs for monthly use.
Introduction
The phlebotomine sandfly Phlebotomus perniciosus is one of
the main vectors of Leishmania infantum , the agent of human
and canine leishmaniasis in the Mediterranean Basin and the
south of France. Prevention of leishmaniasis in dogs can be
achieved using an integrative approach. It could include an
effective canine vaccine against L . infantum (Dantas-Torres
2006; Moreno et al. 2012) associated with a topical registered
veterinary product (including synthetic pyrethroids, permethrin
or deltamethrin) with a highly repellent effect against sandflies
(Miró et al. 2008; Solano-Gallego et al. 2009, 2011; Maroli
et al. 2010; Gramiccia 2011; Beugnet and Franc 2012).
Preventing sandfly bites protects dogs from leishmaniasis and
reduces the risk of human infection (Killick-Kendrick 1999;
Quinnel and Courtenay 2009; Mazloumi Gavgani et al. 2002).
Several products have demonstrated their sandfly anti-feeding
effect: a deltamethrin-impregnated collar (Killick-Kendrick
et al. 1997; Franc and Bouhsira 2009a; Reithinger et al. 2004
and Reithinger et al. 2001), a permethrin–imidacloprid spot-on
(Mencke et al. 2003; Otranto et al. 2007;Miró et al. 2007) and a
permethrin–pyriproxyfen spray (Molina et al. 2006). A formu-
lation combining dinotefuran, permethrin and pyriproxyfen
(Vectra 3D™) was registered in the USA in 2007 and is
indicated for the prevention and the treatment of fleas, ticks
and mosquitoes in dogs (Franc et al. 2012). This study was
conducted to assess the efficacy of the spot-on formulation on
another target:P. perniciosus . The activity on a European strain
of Ctenocephalides canis was simultaneously tested. C . canis
has a worldwide distribution. Its prevalence in dogs carrying
fleas was higher than the prevalence ofCtenocephalides felis in
some countries in Europe, such as Albania or Greece (Xhaxhiu
et al. 2009; Dobler and Pfeffer 2011). Besides its direct
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pathogenic role, this flea has been proven to be a vector of
various pathogens such as Rickettsia felis ,Dipylidium caninum
and Acanthocheilonema reconditum (Pantchev et al. 2011;
Traversa 2013). To the authors’ knowledge, only a few studies
have been addressed to test the efficacy of various insecticides
against this flea species (McTier et al. 2000; Cadiergues et al.
2001; Franc and Bouhsira 2009b; Bouhsira et al. 2011). Eval-
uation of insecticide susceptibilities between two close Aedes
species, Aedes aegypti and Aedes albopictus , showed a higher
tolerance of A . albopictus than A . aegypti to six larvicides
tested (Gómez et al. 2011). By extension, the direct result
implementation of the insecticide tests performed for C . felis
to C . canis is not a tolerable position and requires strict
assessment, especially for registration purposes.
Materials and methods
The study was conducted in the Ecole Nationale Vétérinaire
de Toulouse (ENVT) and was a single-centre, randomized,
blinded, controlled efficacy study on two groups of six dogs
each. Dogs were handled in accordance with the Animal
Welfare and Good Clinical Practice, and the study protocol
was approved by the ethics Committee of Midi-Pyrenees. All
personnel involved with the collection of efficacy data were
blinded to the treatment.
Animals
Twelve beagle dogs (seven females and fivemales with an age
range of 5 to 10 years and weighing between 9 and 13.11 kg)
were enrolled in the study. They had not been exposed to
ectoparasiticides for 3 months prior to treatment and remained
in good health throughout the study. They were housed in
individual indoor cages in a controlled environment and had a
4-h daily access to a 2×4 m concrete run without contact with
another dog. Each dog was identified with the number of a
subcutaneously implanted microchip. They were fed a com-
mercial dry dog food, ration calculated so as to maintain the
animal in a healthy physical state. Water was available ad
libitum through automatic lickers. Dogs were maintained
and handled with due regard for their welfare and were accli-
matized to the caged environment for 13 days prior to treat-
ment. They were observed daily for their general health con-
ditions throughout the trial. No concurrent medication was
needed to be given during the study.
Six days prior to treatment, each dog was challenged with
100 unfed adult female P. perniciosus . The number of
engorged female sandflies was used for ranking and group
allocation. Dogs were ranked in descending order of their
individual pre-treatment sandfly engorgement status. They
were then introduced into blocks of two animals; each, and
within each block, dogs were randomly allocated in two
groups: treatment or control group.
Treatment
The six dogs from the control group remained untreated and
the six dogs from the treatment group received on day 0 a
dinotefuran, permethrin and pyriproxyfen combination spot-
on of 1.6 ml (for dogs weighing between 4.1 and 10.0 kg) or
3.6 ml (for dogs weighing between 10.1 and 25.0 kg). For all
treated animals, the formulation was applied accordingly to
manufacturer’s instructions by parting the hair and applying it
directly to the skin: for dogs weighing less than 10.0 kg, the
1.6-ml pipette was used from which one half of the dose was
applied between the shoulder blades and the other at the base
of the tail. For dogs weighing more than 10.1 kg, a 3.6-ml
pipette was applied to three areas: between the shoulder
blades, in the middle of the dorsal midline and at the base of
the tail. Treatment dosages ranged from 68.27–129.65 mg/kg
for permethrin, 9.36–17.78 mg/kg for dinotefuran and 0.83–
1.58 mg/kg for pyriproxyfen.
Flea and sandfly maintenance and supply
The P. perniciosus exposure was induced using laboratory
reared adult females only. The sandfly strain was obtained
from Lisboa, Portugal and was maintained at ENVT under
laboratory conditions since 2003.
The C . canis infestation was induced using laboratory
reared adult fleas (males and females). This strain was obtained
from awild strain (Montesquieu-Volvestre, Ariège, France) and
maintained at ENVT under laboratory conditions since 2008.
Experimental design
The 12 dogs were infested with 100 (±2) P. perniciosus for a
total of six times. The day before exposure, sandflies were
aspirated from their breeding cage with a vacuum pump and
then placed in challenge nets (100±2 female sandflies per net)
with cotton soaked with water and sugar. The challenge as-
sessment cages (60×40×50 cm) were constructed from fine
mesh netting mounted on a wooden frame and placed in
environmentally controlled rooms. Sandflies were fasted 2 h
before exposure to dogs by removing the cottons from cages.
Before exposure, dogs were sedated by intramuscular injec-
tion of medetomidine (Dexdomitor®, Pfizer Santé animale,
Paris, France), ketamine (Clorketam®, Laboratoire Vetoquinol
S.A., Lure, France) and diazepam (Valium®, Roche injectable,
Neuilly s/ Seine, France) at a dose rate of 4 μg/kg, 9 mg/kg and
0.5 mg/kg, respectively and then placed in individual infesta-
tion proof nets containing sandflies. The dosage of the anaes-
thetic was approximately calculated to immobilize dogs for
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1 h. The exposition duration was 60±5 min. During infesta-
tions, treated and control dogs were placed into separated
infestation rooms where temperature and relative humidity
were maintained between 25 and 26 °C and between 58 and
72 %, respectively. Cages and nets were thoroughly cleaned
after each sandfly challenge.
After sandfly exposure, dogs were carefully taken out of
the net and examined for any dead sandflies (which were
counted). Dogs were then replaced in their cage. All living
sandflies were aspirated from each challenge net using a
vacuum pump, counted and recorded as engorged or
unengorged. All dead sandflies were collected, counted and
recorded as dead non-engorged or dead engorged. On days 6,
1, 7, 14, 21 and 28, living sandflies recovered from individual
animals at the end of the exposure were placed in separate nets
and kept in the infestation rooms at room temperature for
1 day. Each individual net was labelled with an animal number
and study code. At 1 day post-exposure, dead sandflies of
each net were counted and removed. Then, all remaining
sandflies were discarded.
Once dogs had regained full consciousness after anaesthe-
sia (i.e. 3 h±30 min after the end of exposure to sandflies),
they were infested with 100±2 C . canis . Forty-eight hours
after infestation, fleas were counted by carefully combing the
entire coat of each dog. Each dog was simultaneously combed
by two technicians for at least 10 min, using a fine-toothed
comb. If no flea was collected during the last minute, the
combing was stopped. If not, the dog was combed until no
flea was collected during a period of 1 min. Collected fleas
were counted, recorded and discarded.
Dogs were infested on days 6, 1, 7, 14, 21 and 28 and
combed on days 4, 3, 9, 16, 23 and 30.
Data analysis
Sandfly anti-feeding effect For each time point after exposure,
the anti-feeding rate was evaluated for each group as described
below and compared to the control group:
Anti−feeding rate ¼ Total number of unengorged sand flies
Total number of recovered sand flies
Then, the anti-feeding effect (expressed in percentage) was
determined:
Anti−feeding effect ¼ 100 Anti−feeding rate in treated dogs–anti−feeding rate in untreated dogs
1–anti−feeding rate in untreated dogs
Sandfly mortality effect For each time point after exposure,
the mortality rate was evaluated for each group as described
below and compared to the control group:
Mortality rate ¼ Total number of dead sand flies
Total number of recovered sand flies
Then, the mortality effect (expressed in percentage) was
determined:
Mortality effect ¼ 100  mortality rate in treated dogs – mortality rate in untreated dogs
1 − mortality rate in untreated dogs
Anti-flea efficacy The data collected were the number of fleas
found alive on the dogs after combing. Effect was assessed on
a group basis (the total number of fleas in each group of six
dogs). Efficacy of the treatment was calculated as follows:
Efficacy ¼ 100 Meancount in control dogs–Meancount in treated dogs
Mean count in control dogs
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The mean count is calculated using the arithmetic mean
respecting the EMEA recommendation. The treated group
was compared to the control group. Efficacy evaluations are
in accordance with those published in July 12, 2012 in the
EMEA/CVMP/EWP/82829/2009-Rev. 2 document of the Eu-
ropean Medicines Agency (2012).
Statistical analysis
The non-parametric test of Kruskall Wallis was used to test
both sandfly and flea data. Differences were considered sig-
nificant at a p value lower than 0.05. Analyses were
performed with Systat 9 software.
Results
No adverse events related to treatment were observed.
Sandflies and anti-feeding effect
The percentages of engorged females before treatment were
73.40 and 74.28 % for both the treated and the control groups,
respectively. Dogs from both groups included in the study
demonstrated an equal and high pre-treatment parasite holding
ability (i.e. above 50 % of engorged females per dog, Fig. 1).
All control dogs maintained an adequate number of engorged
females throughout the study. After the treatment, only a few
engorged females were found in the treated group during the
first 2 weeks. For the six treated dogs, a total of 13, one and
five engorged females were observed on days 1, 7 and 14,
respectively. In the same conditions, the total number of
engorged females was 428, 381 and 429 for the control dogs.
The treatment had an anti-feeding effect between 96.89 and
99.70 % during the first 2 weeks and between 83.54 and
86.96 % until the end of the trial.
At each challenge point post-treatment (day 1, day 7, day
14, day 21 and day 28), the difference of engorgement status
of P. perniciosus females between treated and controlled
group was significant (p <0.05).
Sandflies and mortality effect
Table 1 reports the mortality effect (or insecticidal effect) of
the treatment 1 and 24 h after exposure to dogs. The mortality
rate observed 24 h after exposure is close to the one obtained
after 1 h exposure: the mortality effect of the formulation has
not increased within the 24 h post-exposure and was already
quite efficient after 1 h exposure. At each challenge point,
there was a significant statistical difference (p <0.05) in the
number of dead P. perniciosus after 1 and 24 h of exposure
between the treatment and control group.
Anti-flea efficacy
Mean counts (SD) of fleas combed 48 h after each infestation
are represented in Fig. 2. On days 3, 9, 16 and 23, no fleas were
collected in the treated group: the spot-on provided 100 %
adulticidal efficacy. The mean counts obtained in the control
group remained between 74.33 and 79.33 for the same period.
On day 30, no fleas were observed on four of the six treated
dogs and only one flea per dog was combed on the other two
dogs: the spot-on provided an efficacy of 99.6 %. Before
treatment, no significant statistical difference was observed
in the number of combed between groups (p >0.5). Then at
each challenge point, the difference was significant (p <0.05).
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Fig. 1 Mean number of engorged
Phlebotomus perniciosus females
after 1 h exposure to control and
treated dogs. Dogs were treated
on day 0 with a dinotefuran,
permethrin and pyriproxyfen
combination spot-on and then
weekly challenged with 100 P.
perniciosus females
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Discussion
The combination of several products (acaricides, insecticides
and insect growth regulators) is available and safe for the
integrated control of ectoparasites on domestic dogs (Horak
et al. 2012). The development of insecticide resistance is a
continuing threat. Simultaneous use of several insecticides
exhibiting several mechanisms of action with different molec-
ular targets could be a way to decrease the emerging risk of
genetic resistance among pests of domestic animals. In the
present study, the efficacy of a spot-on combining dinotefuran,
permethrin and pyriproxyfen was experimentally assessed on
P. perniciosus and C . canis . Moreover, dinotefuran has been
suggested to be used in areas of resistant mosquitoes against
common insecticides (Corbel et al. 2004).
Pyriproxyfen has not a repellent or adulticidal activity. We
assume that the repellent and insecticidal effects on adults ob-
served here were due to the combination of permethrin and
dinotefuran.
The repellent effect provided by the association of pyre-
throids and neonicotinoids in the current trial could ensure a
rapid and high efficient protection of dogs against P.
perniciosus bites, which is interesting in the context of a short
stay in an endemic area of canine leishmaniasis. No difference
during the first week post-treatment of the anti-feeding effects
was noticed between our results and the report of Molina et al.
(2012) using a 65 % permethrin spot-on. In this previous
study, the values of anti-feeding effect were 99.13 % (day 1)
and 93.43 % (day 8). These results were close to the values
found here: 96.9 % (day 1) and 99.7 % (day 7). However, the
anti-feeding effect obtained with permethrin alone was not as
persistent as the combination of dinotefuran and permethrin
tested here. The decrease was more dramatically for permeth-
rin alone ranging from 86.8 % at day 15 to 61.03 % at day 29;
meanwhile, the repellency was up to 87 % at day 28 in the
present study. Another test combining 10 % imidacloprid (w /
v )/ and 50 % permethrin (w /v ) spot-on presented anti-feeding
effects close to those obtained with the currently tested for-
mulation for the first 3 weeks post-treatment (Miró et al.
2007): 97.7 % (day1), 96.3 % (day 7), 96.5 % (day 14),
92.7 % (day 22) and 74 % (day 29). Considering all these
results, an added value of dinotefuran was strongly suggested
for the anti-feeding lasting effect against P. perniciosus .
The association of permethrin with dinotefuran exhibited a
similar insecticidal effect (or mortality effect) against P.
perniciosus compared to permethrin alone for the first 2 weeks
(Molina et al. 2012) but was more persistent over time. Indeed,
the 65 % permethrin solution provided mortality effects of
97.6 % (day 1) and 79.7 % (day 8). Interestingly, the new
combination tested here ensured a better and longer insecticidal
effect than permethrin in association with imidacloprid (Miró
et al. 2007): 53.2 % (day 1), 49.4 % (day 7), 15.1 % (day 14),
13.2 % (day 22) and 2.9 % (day 29). The synergy of action can
result to this specific combination as it was demonstrated for
0
10
20
30
40
50
60
70
80
90
100
Day-4 Day 3 Day 9 Day 16 Day 23 Day 30
Study days
M
ea
n 
nu
m
be
r o
f f
le
as
 
co
lle
ct
ed
Control group
Vectra 3D treated group
Fig. 2 Mean numbers of
Ctenocephalides canis on treated
and control dogs 48 h after each
weekly infestation. Dogs were
treated on day 0 with a
dinotefuran, permethrin and
pyriproxyfen combination spot-
on and then weekly infested with
100 C . canis . They were combed
48 h after infestation
Table 1 Mortality and anti-feeding effect of a dinotefuran, permethrin
and pyriproxyfen combination against P. perniciosus
Day 1 Day 7 Day 14 Day 21 Day 28
Mortality effect 1 h 97.6 % 99.8 % 72.9 % 24.1 % 38.0 %
24 h 97.8 % 99.8 % 73.7 % 27.5 % 39.6 %
Anti-feeding effect 1 h 96.9 % 99.7 % 98.7 % 83.5 % 87.0 %
The spot-on was applied to dogs on day 0, and animals were weekly
exposed to 100 P. perniciosus females
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imidacloprid and flumethrin against ticks and C . felis and re-
quired more investigations (Stanneck et al. 2012). The compar-
ison of long- or medium-term repellent and insecticidal efficacy
is often difficult for different topical applications such as collar,
spot-on or spray (Horak et al. 2012). Nevertheless, our results
suggest a high improved insecticidal activity using the combina-
tion of permethrin and pyriproxyfen with the addition of
dinotefuran in comparison to the spray associating permethrin
and pyriproxyfen at day 7 (29.6 %) to day 28 (0.8 %); mean-
while, values of repellent effect were similar throughout the
survey period (Molina et al., 2006). The high mortality effect
with high repellent activity was reported by Franc et al. (2012)
against Aedes aegypti the day following the treatment without
explanation. The lethality or repellency was probably not due to
the volatility of permethrin and dinotefuran. Vapour pressures of
both compounds are very low: 1.7×10−6 Pa at 25 °C for
dinotefuran and 7×10−5 Pa at 20 °C for permethrin. New surveys
with specific designs are necessary to elucidate this issue.
No divergence has been observed for the adulticidal efficacy
of the tested formulation between C . canis (100 % efficacy until
day 23 and 99.6 % on day 30) and a French strain of C . felis
previously tested (100% efficacy until day 16, 99.7% on day 23
and 96.2 % on day 30, Bouhsira et al. 2012). These results
suggest a similar susceptibility for both Ctenocephalides species
to the tested association. The combination of dinotefuran and
pyriproxyfen has been tested on cats against C. felis (Murphy
et al. 2009). The adulticidal activity of dinotefuran has been
found to be more immediate in the first 2 h after the application
than imidacloprid. Eventually, Dryden et al. (2011) showed that
this combination was efficient in in-home investigations in Flor-
ida (USA) for at least 1 month in the control of flea infestations
and re-infestations.
To conclude, the tested combination of dinotefuran, per-
methrin and pyriproxyfen had an immediate repellent effect
against P. perniciosus and an adulticidal effect on C . canis
that lasted for 4 weeks. This combination can be recommend-
ed for use on dogs living or travelling in leishmaniosis en-
demic areas with an application repeated every 3 to 4 weeks.
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2.1.2. Etude de l’efficacité d’une formulation orale dans la lutte contre C. felis chez 
le chien 
L’Article VI synthétise les résultats de deux études menées en laboratoire et de deux études 
sur le terrain concernant l’efficacité du spinosad dans la lutte contre C. felis chez le chien. 
Nous avons réalisé une des deux études en conditions expérimentales contrôlées. Dix-sept 
chiens (9 témoins et 8 traités) ont été infestés artificiellement par 100 C. felis à J-1, J7, J14, 
J21 et J28 et ont reçu à J0 une dose de 48,2 à 53 mg/kg de spinosad. Les chiens ont été 
peignés 48 heures après chaque infestation. À ce dosage, nous avons obtenu une activité 
adulticide de 100 % pendant les trois premières semaines, puis supérieure à 96 % jusqu’à J30. 
Ces résultats sont similaires à ceux obtenus dans l’autre étude en laboratoire réalisée en 
Allemagne, qui rapporte une efficacité supérieure à 96 % jusqu’à J30 au dosage de 45,9 à 
54 mg/kg. Les investigations en conditions naturelles ont été réalisées chez des chiens de 
propriétaires particuliers venus en consultation chez leur vétérinaire praticien. Pour être 
inclus, les animaux devaient avoir au moins six puces dans leur pelage et ne pas avoir reçu de 
traitement antiparasitaire pendant au moins trois mois. La première étude a été réalisée dans 
des cliniques vétérinaires de cinq pays d’Europe (France, Royaume-Uni, Allemagne, Italie et 
Pays-Bas) et a duré un mois. Les chiens ont reçu une administration à J0 de spinosad entre 45 
et 70 mg/kg et ont été peignés à J14 et J30. Le pourcentage de réduction de puces était 
supérieur à 97 % au cours du mois de suivi. La deuxième étude a été réalisée uniquement en 
France, et les animaux ont été suivis pendant trois mois. Ils ont été traités avec 45 à 70 mg/kg 
de spinosad à J0, J30 et J60 et ont été peignés à J14, J30, J60 et J90. Dans ces conditions, le 
pourcentage de réduction du nombre de puces a été supérieur à 97,8 % pendant les 90 jours de 
suivi. Les groupes traités ont été comparés dans les deux études avec un groupe traité à la 
sélamectine. Pour chaque point de peignage, l’activité adulticide du spinosad contre les puces 
a eu une efficacité significativement supérieure celle de la sélamectine. 
Ces résultats sont rapportés dans l’Article VI publié dans Veterinary Record en 2012 et 
intitulé : “Evaluation of spinosad for the oral treatment and control of flea infestations 
on dogs in Europe”. 
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Evaluation of spinosad for the oral treatment 
and control of flea infestations on dogs in Europe
S. Wolken, M. Franc, E. Bouhsira, S. Wiseman, B. Hayes, 
B. Schnitzler, D. E. Jacobs
The novel ectoparasiticide spinosad is a naturally occurring mixture of spinosyns A and D 
formed during a fermentation process. The spinosyns are tetracyclic macrolides with a 
unique ring system. Their mode of action differs from that of other commercially available 
insecticides. Laboratory and field trials were conducted to evaluate the use of spinosad in 
a chewable tablet at a dose range of 45 to 70 mg/kg for the treatment and control of flea 
infestations on dogs in Europe. Laboratory studies with artificially infested dogs confirmed 
persistent activity against Ctenocephalides felis of higher than 99 per cent at three weeks 
post-treatment with values of 96.5 to 97.8 per cent at four weeks. Two multicentric field trials 
with naturally infected client-owned animals in five European countries used selamectin 
as comparator. Monthly doses were given during the summer when many homes were 
heavily infested. Households with spinosad-treated dogs showed cumulative benefits with 
flea burdens reduced by about 97 per cent at 14 and 30 days and by 99.6 per cent at 60 
and 90 days. Corresponding figures for selamectin were significantly lower (P<0.05) at all 
time points: between 88.5 and 91 per cent at 14 and 30 days, then 97.8 and 98.2 per cent 
at 60 and 90 days. Thus, the performance of spinosad compared favourably with that of the 
established reference product.
DESPITE the introduction over the past 10 to 15 years of a number 
of highly effective long-acting topically applied pulicidal compounds 
such as imidacloprid, fipronil, selamectin, pyriprole and metaflumi-
zone (Dryden 2009), fleas continue to be a frequent cause of discom-
fort and canine disease throughout much of Europe (Farkas and others 
2009). The so-called ‘cat flea’, Ctenocephalides felis, feeds on humans as 
well as on a variety of domesticated and wild animals, and is the com-
monest species found on dogs. Fleas mostly cause minor irritation, 
unless present in large numbers, but some dogs may develop hyper-
sensitivity reactions (flea-allergic dermatitis) of greater or lesser sever-
ity. Fleas may also transmit other potential pathogens such as the tape-
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worm, Dipylidium, and microorganisms including some Bartonella and 
Rickettsia species (Rolain and others 2003, Shaw and others 2004). Cat 
fleas have shown a propensity to develop resistance to earlier insecti-
cidal classes, such as cyclodienes, carbamates, organophosphates and 
pyrethroids. Extending the longevity of currently effective therapies 
should be a major goal of the veterinary community (Rust 2005). 
Thus, there is a continuing need to develop improved flea-control 
methodologies and to expand the chemotherapeutic options available 
to the veterinarian for this purpose.
The latest addition to the range of commercially available long-
acting pulicides is spinosad (Comfortis, Elanco) which is character-
ised by oral rather than topical administration and a rapid speed of 
kill (Blagburn and others 2010). Spinosad is a naturally occurring 
mixture of spinosyns A and D formed during a fermentation process 
employing the soil-dwelling actinomycete, Saccharopolyspora spinosa. 
Structurally, spinosyns are tetracyclic macrolides with a unique ring 
system. They exhibit a novel mode of action primarily involving 
nicotinic acetylcholine receptor binding sites (nAChRs) that are 
distinct from those targeted by other insecticides (Sparks and oth-
ers 2001). The outcome is disruption of the flea’s nervous system. 
A secondary effect on γ-aminobutyric acid (GABA) may potenti-
ate this pulicidal activity. The low mammalian toxicity associated 
with spinosad is likely to be due to a lack of homology between 
insect and mammalian nicotinic and/or GABA receptors. Spinosad 
is presented for flea-control as a ‘chewable’ tablet (ie, a tablet that 
is efficacious whether swallowed whole or after being chewed or 
bitten). Preliminary dog studies indicated that effective flea-control 
over a four-week period could be obtained with dose rates of 30 mg 
spinosad/kg bodyweight or above (Snyder and others 2007). A mini-
mum dose of 45 mg/kg was selected for European laboratory studies 
to ensure compliance with all local regulatory requirements (EMEA/
CVMP 2007). As is the case with all medicines presented in tablet 
form, any combination of tablet sizes has to cover a range of body-
weights and tablet strengths are therefore designed to provide dosag-
 group.bmj.com on February 3, 2014 - Published by veterinaryrecord.bmj.comDownloaded from 
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and females in each. The second, in France (study 3), was similar but 
with an additional female in the control group bringing the total of 
untreated dogs to nine. Whole spinosad tablets (Comfortis, Elanco) or 
placebo tablets were given on day 0. Treated dogs weighing less than 
12.5 kg received a tablet containing 560 mg spinosad, whereas those 
over this weight received 810 mg spinosad. Fleas were placed on the 
animals on the day before treatment (day –1) in the French study and 
on days 7, 14, 21 and 28 in both studies.
Field studies
Study design
Field investigations included a one-month trial (study 4) covering five 
European countries (UK, Netherlands, France, Germany and Italy) 
and a three-month trial (study 5) confined to France but spanning 
both Atlantic and Mediterranean climatic zones. Each was a blinded 
positive-control multicentre study using a randomised complete block 
design. Data collection was standardised using preprinted forms and 
questionnaires. The experimental unit was the household represented 
by one dog. Ethical considerations did not permit the use of nega-
tive (untreated) controls, and thus spinosad treatments were compared 
with an established reference product. Because no alternative long-act-
ing oral pulicide was commercially available, selamectin (Stronghold, 
Pfizer) was selected for this purpose. Although chemically unrelated 
and topically applied, selamectin (like spinosad) is a long-acting puli-
cide with systemic activity (Sarasola and others 2002). As the two 
products are so different in formulation and presentation, their iden-
tity could not be masked, but trial blinding was achieved by ensuring 
that personnel conducting flea-counts were unaware of which treat-
ment had been given. In accordance with current guidelines, the ran-
domised allocation procedure allowed one positive control for every 
two spinosad test homes.
Animals
For enrolment, dogs at first inspection had to be naturally infested 
with at least 10 fleas but otherwise healthy, over six weeks old and 
with a minimum bodyweight of 1 kg. They were not accepted if 
intended for breeding within six months or if any flea treatment had 
been used within a specified time period (dependent on the nature of 
the product used), or if their disposition or hair-coat precluded accurate 
flea-counting. Cooperating dog owners were fully informed and pro-
vided a written consent.
Treatments
Spinosad-treated dogs received an appropriate combination of whole 
chewable tablets to provide a dose within the range of 30 to 90 mg/
kg (although only animals receiving 45 to 70 mg/kg were used for 
efficacy evaluation, see statistical analysis section below). Their 
owners, after appropriate instruction, administered the treatments 
at home together with food. Selamectin was applied as per label 
instructions (ie, topically as a spot-on preparation to provide a mini-
mum dose of 6 mg/kg). All dogs in multi-pet homes were treated 
with the same product. Cats in participating households received 
selamectin irrespective of the dog treatment (since no spinosad for-
mulation suitable for cats was available and flea-control in the home 
depends on all pets being treated). The use of any other medicament, 
shampoo, food supplement, environmental treatment etc contain-
ing any ingredient efficacious against fleas was prohibited during the 
course of the trial.
After the initial flea-count and allocation, recruited dogs were 
dosed on day 0 in the one-month study (study 4) and at monthly 
intervals on days 0, 30 and 60 in the three-month study (study 5).
Flea-counts
A standardised flea-combing procedure taking at least 15 minutes was 
performed by trained practice staff using a separate flea-comb for each 
dog. Only live, viable fleas were recorded (ie, those demonstrating nor-
mal movement and behaviour, with an ability to maintain an upright 
posture and cling onto hair). In study 4, flea-counts were performed 
on days 14 and 30 (with a discretionary period of ±2 days to encour-
age owner compliance) and on days 14, 30, 60 and 90 (±three days) 
in study 5. Observations were completed before dosing on treatment 
es within strictly defined limits. This paper describes laboratory and 
field investigations evaluating a dose range of 45 to 70 mg spinosad/
kg bodyweight for the oral treatment and control of flea infestations 
on dogs in Europe.
Materials and methods
Three laboratory and two multicentric field studies are reported. 
They complied with internationally accepted guidelines and stand-
ards for trial design and animal welfare (EMEA/CVMP 2000, 2007, 
Marchiondo and others 2007) as well as all relevant local regulations 
and ethical requirements.
Laboratory studies
Study design
Laboratory investigations included a preliminary dose-demonstration 
study using unformulated spinosad powder and two dose-confirma-
tion studies with chewable tablets. All were designed as randomised 
complete block studies and partly blinded to minimise the risk of 
unintentional bias. The dose-confirmation studies were conducted 
independently at separate locations.
Animals and infestations
Individually housed laboratory beagles with bodyweights between 
10 and 17 kg were used. As part of the allocation procedure, all dogs 
were infested with 100 newly emerged unfed fleas about one week 
before the scheduled treatment date to account for variation in indi-
vidual susceptibility. Insecticidal activity was evaluated by a similar 
application of fleas on the days indicated for each study. Fleas were 
counted and removed 48 hours after each infestation. To do this, dogs 
were combed systematically with a fine-toothed comb until no more 
fleas were detectable. Personnel conducting flea-counts were unaware 
of which treatment had been given.
Treatment
An earlier observation (Snyder and others 2007) had suggested that 
feeding around the time of dosing improves spinosad bioavailability. 
On the day of treatment, therefore, all dogs were offered 25 per cent of 
their daily canned ration no more than 30 minutes before they were 
dosed. Control dogs received a placebo identical to the spinosad pres-
entation but without an active ingredient. To ensure that the whole 
dose was swallowed, the capsule or tablet was placed over the back of 
the tongue with a small volume of water. The remainder of the daily 
meal was given after dosing.
Statistical analysis
Before each analysis of results, a logarithmic transformation 
(ln(count+1)) was applied to the live flea-counts for each animal at 
each scheduled time point. This transformation addressed the skew-
ness of the data and also allowed for zero counts. Back-transformed 
geometric means were calculated as ex –1, where x was the arithme-
tic treatment mean of log-transformed counts at a given time point. 
Efficacy based on the reduction of flea-counts attributable to treatment 
was calculated using the following formula:
Efficacy (per cent) = C–T
C
 x 100
Where, C is the geometric mean of the flea-counts of the con-
trol group and T is the corresponding geometric mean for the treated 
group.
Preliminary study
The preliminary dose-demonstration study (study 1) employed two 
groups of six dogs, each comprising four males and two females. The 
purpose was to confirm the residual insecticidal efficacy of spinosad at 
the proposed European minimum dose rate of 45 mg/kg. For this, each 
dog was treated on day 0 with an exact dose, based on its bodyweight 
of unformulated spinosad powder in a gelatine capsule. Control dogs 
received empty capsules. Fleas were applied on days 21 and 28.
Dose-confirmation studies
The first dose-confirmation trial was conducted in Germany (study 2) 
and included two groups of eight dogs with equal numbers of males 
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days. In the case of multi-pet homes, flea-count data were collected 
from only one designated dog.
Statistical analysis
The prescribed spinosad dosage used in these trials was based on 
results from early studies (Snyder and others 2007) and as a conse-
quence spanned a broader dose range (30 to 90 mg/kg) than that sub-
sequently selected for European registration (45 to 70 mg/kg). To fulfil 
the objective of the current publication, therefore, data from spinosad-
treated dogs receiving less than 45 mg/kg or more than 70 mg/kg were 
rejected from the analysis. This constrained the numbers of eligible 
spinosad-treated dogs to 93 (of 197) and 43 (of 130) in studies 4 and 
5, respectively. These restrictions did not affect the statistical power 
or validity of the analysis. The full set of positive control (selamectin) 
dogs was kept for comparison.
In the absence of negative (untreated) controls, efficacy values were 
calculated by comparing post-treatment flea-counts with baseline data 
collected immediately before the first treatment. For reasons outlined 
above for the laboratory studies, geometric means were used for this 
purpose. Further analysis on the log-transformed (flea-count+1) data 
used a repeated measures mixed effects linear model for values on suc-
cessive observation days. In addition to estimating reduction in flea 
populations on treated dogs, the proportion of dogs in each treatment 
group on which no fleas could be found (the ‘zero-flea’ percentage) 
was also recorded.
Results
Laboratory studies
In all cases, pretreatment observations confirmed that flea infestations 
could be established on all animals in sufficient numbers to allow valid 
statistical analysis. Feeding and treatment procedures were completed 
without problem and all animals received their full dose, which in 
the dose-confirmation trials ranged from 45.9 to 54.0 mg/kg. Efficacy 
values for each observation-point in the three studies are displayed 
in Table 1. Flea populations established on dogs in study 3 one day 
before treatment were completely eliminated. Residual efficacies in 
all three studies were greater than 99 per cent up to three weeks post-
treatment, while day 30 values of 96.5, 96.5 and 97.8 per cent were 
recorded in studies 1, 2 and 3, respectively.
Field studies
The clinical phase of each field study was completed between May 
and November and encompassed a wide range of geographical, social 
and climatic regions. Data from 34 veterinary clinics qualified for 
inclusion in study 4, and from 21 clinics in study 5. The test popu-
lation in study 4 comprised female and male dogs in almost equal 
proportions (54.5 v 45.5 per cent). They belonged to no fewer than 
52 breeds. Longhaired varieties were, however, in a minority (9.6 per 
cent). Bodyweight ranged from 1.3 to 65 kg and age from seven weeks 
to 17 years. Homes with a single dog, with more than one dog (but 
no cat) or with at least one cat were almost equally represented (32.6, 
37.9 and 29.5 per cent, respectively). Most (82.7 per cent) lived partly 
or fully outdoors. Study 5 was similarly diverse, although a larger pro-
portion (69.3 per cent) was kept indoors.
Flea populations at the time of recruitment were often substantial 
and were comparable between treatment groups. The largest initial 
flea infestations recorded for spinosad- and selamectin-treated groups, 
respectively, were 560 and 229 in the first trial; they were 437 and 
394, respectively, in the second trial (Table 2). Pretreatment geometric 
mean flea-counts for spinosad- and selamectin-treated groups, respec-
tively, were 36.7 and 29.7 in study 4, and 40.7 and 33.5 in study 5.
At both 14 and 30 days post-treatment, flea burdens of spinosad-
treated dogs were reduced by about 97 per cent compared with 
pretreatment values (Table 2), while corresponding figures for sela-
mectin were significantly lower (90.7 and 88.5 per cent on day 14; 
89.4 and 91.0 per cent on day 30 in studies 4 and 5, respectively). At 
the end of the second and third months, reductions of 99.6 per cent 
were recorded for the spinosad group, while selamectin values were 
again significantly lower at 97.8 and 98.2 per cent on days 60 and 90, 
respectively.
The proportion of spinosad-treated dogs on which no fleas could 
be found (Table 2) varied during the first month from a low of 39.5 
per cent (study 5, day 14) to a high of 59.1 per cent (study 4, day 14). 
Corresponding figures for the selamectin animals were 28.6 per cent 
(study 5, day 14) to 34.1 per cent (study 4, day 30). Following the sec-
ond monthly dose, the figures for spinosad and selamectin increased 
to 77.5 and 62.9 per cent, respectively. By day 90, they had become 
significantly different (P=0.042) at 85 and 67.1 per cent, respectively.
Discussion
Laboratory studies are usually designed to isolate and define single 
aspects of the biological activity of an experimental compound. They 
provide essential building blocks for knowledge and understanding 
but rarely do they fully reproduce or reflect the complexities of natural 
disease. In this respect, domestic flea infestations present a particu-
larly challenging therapeutic problem (Rust and Dryden 1997). Only 
a small part of the total flea population resides on the host animal. 
In much greater abundance are off-host life cycle stages such as eggs, 
larvae, pupae and newly emerging adults found in locations such as 
carpets, furniture and bedding. Flea-control therefore depends on the 
overall impact of veterinary and other interventions on the dynam-
ics of this ecological system. Modern veterinary pulicides can influ-
ence this process in a number of ways depending upon their particu-
lar biological characteristics, the nature and spectrum of which vary 
between products. Such attributes can include their short-term effect 
on adult fleas (knockdown), longer-term residual activity, speed of kill, 
TABLE 1: Laboratory studies: percentage reduction in flea-counts 
comparing spinosad-treated dogs with placebo-treated controls 
48 hours after each infestation
Study Formulation Actual dose given
% Reduction in flea-count 
measured on day
mg/kg 1 9 16 23 30
1 Powder 45 - - - 99.8 97.8
2 Tablet 45.9-54.0 - 99.9 100 99.4 96.5
3 Tablet 48.2-53.0 100 100 100 99.1 96.5
TABLE 2: Field trial data: percentage reduction in flea-counts of spinosad and selamectin-treated dogs (compared with pretreatment values 
on day 0) and the proportion of flea-free dogs at each observation day
Treatment*
Total number 
of dogs
Number of fleas 
on day 0†
% Reduction in flea-counts on day % Dogs with zero fleas on day
14 30 60 90 14 30 60 90
Study 4‡ Spinosad 93 36.7 (11-560) 97.5 97.2 - - 59.1 54.5 - -
Selamectin 93 29.7 (10-229) 90.7 89.4 - - 33.7 34.1 - -
P values§ 0.001 0.003 - - 0.001 0.006 - -
Study 5# Spinosad 43 40.7 (10-437) 97.3 97.4 99.6 99.6 39.5 50.0 77.5 85.0
Selamectin 71 33.5 (10-394) 88.5 91.0 97.8 98.2 28.6 31.4 62.9 67.1
P values§ <0.001 0.005 0.01 0.035 NS NS NS 0.042
* Spinosad 45 to 70 mg/kg; selamectin 6 to 11.8 mg/kg
† Geometric mean and range
‡ Treated day 0
# Treated days 0, 30, 60
§ Comparing spinosad and selamectin groups
NS Not significant (P>0.05)
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anti-feeding potential, repellency and larvicidal effects (Carlotti and 
Jacobs 2000). Furthermore, these properties can be modified by factors 
such as formulation, dose and method of application. Consequently, 
field studies play a particularly important role in evaluating prospec-
tive flea-control agents as they come closest to encompassing the full 
scope of these ecological and therapeutic complexities.
Effective flea-control is a three-stage process (Carlotti and Jacobs 
2000). First, the removal of fleas from an already infested host pro-
vides relief from discomfort and aids the resolution of skin lesions due 
to self-trauma or allergy. Secondly, the animal must be protected from 
re-infestation since the household environment is likely to be con-
taminated and therefore a continuing source of hungry host-seeking 
fleas. Thirdly, the reservoir of off-host life cycle stages must be elimi-
nated as this is the only way a long-term solution can be provided. 
Traditionally, this was achieved by the direct application of chemicals 
onto flea development ‘hotspots’ around the home (Rust and Dryden 
1997). More recently, however, this approach has been largely super-
seded by long-acting animal treatments that halt the deposition of 
viable flea-eggs. With no new eggs entering the system, the domestic 
reservoir of developing fleas becomes progressively depleted and is 
eventually driven towards extinction (Dryden 2009).
Under most household conditions, fleas originating from eggs 
deposited before the start of a control programme will have completed 
their development and emerged from their cocoons within three to five 
weeks, but this process can in some cases be delayed by up to 174 days 
(Dryden and Rust 1994) and may influence the results of clinical trials. 
Nevertheless, in the current field investigation, a 99.6 per cent reduction 
in flea burdens on dogs was observed in spinosad households 60 days 
from the start of the monthly dosing programme and the ‘zero-flea’ 
data suggested that fleas had been eliminated from up to 85 per cent of 
these homes by day 90 (Table 2). This compared favourably with the 
selamectin controls in which a 97.8 per cent reduction in flea-count 
was recorded at day 60 and a ‘zero-flea’ value of 67 per cent at day 90.
These investigations were conducted over the summer season in 
a variety of climatic regions including warm, humid areas favouring 
flea reproduction. Thus, these results were obtained at a time when 
flea populations would normally be increasing in magnitude. Indeed, 
the day 14 zero-flea figures indicate the presence of heavy challenge in 
many of the households in the early part of the two studies (Table 2) 
with evidence of re-infestation taking place on 41 and 60 per cent of 
spinsosad dogs, respectively, and on 66 and 71 per cent of the selamec-
tin groups. Nevertheless, the overall number of fleas on the animals 
at day 14 had been reduced by 97 per cent in the case of spinosad and 
by about 90 per cent for selamectin indicating a high level of protec-
tion in the face of continuing re-infestation. Similar results have been 
reported from a comparable trial encompassing 14 sites in the USA 
and two in Canada (Robertson-Plouch and others 2008).
The high-performance level of spinosad under challenging clinical 
situations in both European and North American field trials can be 
ascribed to the summation of its inherent pulicidal attributes, includ-
ing ‘knockdown’, duration of activity, speed of kill and the resultant 
impact of these on flea-egg output. At dose rates of 30 mg/kg or more, 
the ‘knockdown’ effect of spinosad against a previously established flea 
population is virtually 100 per cent (Snyder and others 2007, Blagburn 
and others 2010). Thereafter, a high level of residual protection against 
re-infestation is maintained for a month (Snyder and others 2007). In 
this study, where dose rates in individual dogs ranged from 45 to 54 
mg/kg, values higher than 99 per cent were recorded up to day 23 and 
of 96.5 per cent at day 30 (Table 1). The speed at which spinosad kills 
fleas was investigated by Blagburn and others (2010) using a dose rate 
of 30 to 60 mg/kg. Mortality was evident as early as 30 minutes after 
treatment with a significant reduction (64.2 per cent, P<0.05) at one 
hour. By two hours, efficacy had increased to 85.8 per cent and had 
reached 100 per cent by four hours. This is of significance in control 
programmes as newly acquired fleas must be killed before they start 
to lay eggs, if recontamination of the household environment is to 
be avoided. To measure the effect of spinosad-treatment on flea-egg 
production, Blagburn and others (2010) collected eggs dropping from 
treated dogs and untreated controls that had been infested with fleas at 
intervals over a one-month period. They estimated that treatment had 
reduced the number of eggs falling to the ground by at least 99.8 per 
cent. Extrapolating this result to a domestic setting, monthly spinosad 
treatments would therefore be expected to make a major contribution 
towards the long-term objective of eliminating the environmental res-
ervoir of off-host life cycle stages. Complementary interventions such 
as household vacuum cleaning, particularly of potential hotspots, are of 
course invaluable adjuncts for accelerating progress towards this goal.
The fast onset of flea mortality following oral dosing observed by 
Blagburn and others (2010) can be explained by rapid absorption of 
spinosyns A and D from the canine gastrointestinal tract, with maxi-
mum plasma concentrations occurring about two to four hours after 
treatment (Anon 2007). The systemic activity of spinosad has other 
potentially beneficial consequences. For example, newly acquired fleas 
start to feed within minutes of jumping onto their host (Dryden and 
Gaafar 1991, Cadiergues and others 2000) and may thereby assimilate 
a lethal dose of a systemic pulicide more quickly than by absorption 
of a topical contact insecticide through the cuticle (McCoy and others 
2008). Furthermore, as spinosad is not known to be present in sebum, 
shed hair or skin flakes (Blagburn and others 2010), direct transfer 
from treated animals onto animal handlers or into the household 
environment is unlikely.
In conclusion, the rapid absorption and fast speed of kill of spinosad 
ensure that infested dogs respond quickly to treatment and that fleas 
acquired subsequently are killed before they start to lay eggs, thereby 
breaking the flea life cycle in contaminated households. A monthly 
dosing programme using client-owned dogs, many of which would 
have been kept under conditions of heavy natural challenge, reduced 
parasite burdens on dogs by 97 per cent during the first month and 
drove the flea population close to extinction in the majority of homes 
within 60 days. In comparative field studies, efficacy values for spinosad 
were higher than those obtained for the reference product, selamectin. 
Thus, laboratory and field trials have confirmed that spinosad chewable 
tablets administered to dogs at a dose rate of 45 to 70 mg/kg are highly 
effective for the treatment and control of flea infestations.
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2.2. Détermination de l’efficacité d’un IGR dans le contrôle de l’évolution des œufs de 
puces chez le chien  
Nous avons étudié l’efficacité d’un produit associant deux insecticides (perméthrine et 
dinotéfuran) et un IGR (pyriproxifène) sur les puces, leur prolificité, et le devenir des œufs 
pondus. Généralement les premiers œufs de puces sont pondus dans les 24 à 48 heures après 
l’initiation du repas sanguin, ce qui rend l’étude d’un IGR difficile, car les puces sont tuées 
avant de pouvoir pondre. Ainsi, nous avons mis en place un protocole original dans lequel des 
chiens ont été infestés par des puces gravides. Pour cela, les puces utilisées se sont gorgées 
pendant 72 heures sur des chats avant d’être transférées pour l’infestation des chiens. Les 
chiens ont été hébergés dans des boxes individuels et disposaient de caillebotis pour se 
coucher. Des plateaux en inox ont été placés sous chaque caillebotis pour récolter les œufs 
tombant du pelage. Les animaux ont été infestés une fois par semaine pendant dix semaines 
avec 100 puces gravides. Après chaque infestation, les œufs ont été récoltés à 24 heures et les 
chiens ont été peignés à 48 heures. Les 100 premiers œufs comptés ont été placés sur un 
milieu nutritif et à l’étuve pendant 4 semaines pour l’étude de l’émergence en adultes. Les 
autres œufs collectés ont été mis à évoluer pendant sept jours dans les mêmes conditions pour 
étudier leur évolution en larves. L’application du pyriproxifène combiné à la perméthrine et 
au dinotéfuran a eu un effet inhibiteur sur la ponte de plus de 92 % pendant un mois, de plus 
de 99 % sur l’évolution en larves ou en adultes pendant dix semaines. L’effet adulticide a 
persisté au-delà de 99 % pendant neuf semaines. Ce protocole original pourrait être adapté à 
l’étude de nombreux IGR.  
Ce travail fait l’objet de l’Article VII publié dans Veterinary Parasitology en 2012 et 
intitulé : “Efficacy of permethrin, dinotefuran and pyriproxyfen on adult fleas, flea eggs 
collection, and flea egg development following transplantation of mature female fleas 
(Ctenocephalides felis felis) from cats to dogs”. 
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Clinical  trial
a  b  s  t  r  a  c  t
A novel  spot-on  formulation  combining  permethrin,  pyriproxifen  and dinotefuran  (Vectra
3DTM spot-on  solution  for dogs)  was  evaluated  in adult  Beagle  dogs  in  a study  to  deter-
mine  adulticidal  efﬁcacy,  egg  laying  inhibition  and  viability  of  Ctenocephalides  felis  felis
eggs  (development  and  emergence  of ﬂeas  from  the collected  eggs).  Prior  to treatment  six-
teen dogs  were  checked  for their  ability  to keep  ﬂeas  24  hours  after  infestation  and  were
allocated  to  treatment  groups:  8  dogs  served  as  untreated  controls,  and  8 dogs  were  treated
once with  the  tested  formulation.  The  spot  on was  administered  respecting  the laboratory
recommendations  at a dosage  of 65–126  mg/kg  of  permethrin;  8.9–17.4  mg/kg  of  dinotefu-
ran  and  0.8–1.5  mg/kg  of pyriproxyfen.  Each  dog  was  infested  with  100  adult  cat  ﬂeas  ready
to lay eggs  after  72  hours  spent  feeding  on  cats.  Dogs  were  infested  24 hours  after  treat-
ment and  then  weekly  during  63  days.  Eggs  were  collected  and  counted  24  hours  after  each
infestation  and dogs  were  combed  48  hours  after  each  infestation.  Fleas  were  counted  and
removed. Collected  eggs  were  placed  in incubator  to study  their  development  in  larvae  and
into newly  emerged  adults.  A single  treatment  provided  99.7%  adulticidal  efﬁcacy  on ﬂeas
within 48 hours  after  treatment  and  controlled  re-infestations  for up  to 30 days  (efﬁcacy
>96.20%,  p  <  0.05).  The  egg  laying  inhibition  was  over  92.3%  for  up  to  29  days  (p  <  0.05).  The
adult  emergence  inhibition  remained  100%  during  8  weeks  after  treatment  and  was  99.8%
nine weeks  after  treatment  (p < 0.001).
© 2012 Elsevier B.V. All rights reserved.
1. Introduction
The cat ﬂea Ctenocephalides felis felis, is the predominant
ﬂea species found on dogs and cats worldwide (Franc et al.,
1998;  Alcaino et al., 2002; Gracia et al., 2007). Fleas can
cause  severe disturbances for pets such as itching which,
when severe, can lead to skin lesions, hair losses and for
susceptible animals ﬂea allergy dermatitis. Fleas can also
∗ Corresponding author. Tel.: +33 561193873; fax: +33 561193971.
E-mail  address: m.franc@envt.fr (M.  Franc).
be vectors of several pathogens for cats such as Mycoplasma
spp., Bartonella henselae, Rickettsia felis (Rolain et al., 2003;
Barrs  et al., 2010; Hornok et al., 2010; Tsai et al., 2011) and
also  the tapeworm Dipylidium caninum present in both cats
and  dogs (Guzman, 1984).
Integrated approaches provide the best direct control of
ﬂea  infestations on domestic animals as both adult ﬂeas on
pets  and immature stages in the environment are targeted
(Jacobs et al., 2001; Rust, 2005; Beck et al., 2006). Most
topically applied ﬂea control products that offer integrated
control combine an adulticide with an insect growth reg-
ulator  (IGR) (Young et al., 2004). IGRs affect development
0304-4017/$ – see front matter ©  2012 Elsevier B.V. All rights reserved.
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of eggs while they are still inside the adult ﬂeas or by direct
contact of eggs with hairs of treated pets. Once fallen off the
treated  animal into its environment, eggs will not hatch or
larvae  will die (Olsen, 1985; Beck and Pﬁster, 2004). These
combinations rarely allow to assess the efﬁcacy of IGRs
alone  because the adulticide eliminates ﬂeas before any
eggs  are produced throughout the ﬁrst weeks post treat-
ment.  Although relocation of mature ﬂeas from one host
to  another is possible (Franc and Cadiergues, 1997), this
transfer is rare in natural settings. To evaluate the ovici-
dal  activity of an adulticide–IGR combination, the study
design proposed by Franc et al. (2007) was adapted to
obtain  ready-to-lay eggs ﬂeas from cats and transferred to
dogs.
The  formulation evaluated was a combination of per-
methrin, dinotefuran and pyriproxyfen (Vectra 3DTM).
Dinotefuran is a third-generation rapid-acting nitroguani-
dine neonicotinoid insecticide exerting its action on
acetylcholine receptor presents in the insect nerve synapse.
Neonicotinoids are selective for insect acetylcholine recep-
tors  and have little afﬁnity for mammalian ones. Wakita
et  al. (2005) showed that dinotefuran had low afﬁnity
against binding sites of other neonicotinoids suggesting
a  different site of action for dinotefuran. Permethrin, the
ﬁrst  photostable synthetic pyrethroid, acts on the nervous
system of insects. It interferes with sodium channels to
disrupt  the function of neurons, and causes paralysis and
death  (Tomlin, 2006). Pyriproxyfen mimics speciﬁcally the
insect  juvenile hormone. It prevents ﬂea eggs from hatch-
ing/molting when applied on a newly laid egg and prevents
hatching of larvae of the 3rd stage into pupae (Meola et al.,
1996;  Miller et al., 1999).
This study design assessed the role of permethrin,
dinotefuran and pyriproxyfen treatment on ﬂea eggs
development into larvae and newly emerged adults. The
adulticidal effect was simultaneously evaluated.
2. Materials and methods
The  trial was performed according to Good Clinical
Practice (EEC III/3767/92 European Guideline (amended by
the  Directive 2004/28/CE)), VICH GL9 guideline relative to
Good  Clinical Practices. Animals were handled in compli-
ance  with the relevant Institutional Animal Care and with
the  Regional Ethic Committee for animal experimentation.
2.1. Animals
Sixteen healthy Beagle dogs (>5 years old) and 24 short-
haired cats (>5 years old) were included in this trial. Cats
were  selected to be used only as ﬂea-donors providing
engorged and gravid ﬂeas which had the opportunity to
feed  on them for 72 hours.
Animals used in this study had not been exposed to
ectoparasiticides within at least 3 months prior to treat-
ment  and were in good health throughout the study.
Cats were housed in an indoor cattery where air was
exchanged 14 times per hour and the lighting was  12 hours
day/12  hours night. They received water and a dry cat food
ad  libitum.
Dogs were housed individually in kennels with natural
environmental lighting. They all had at their disposal an
individual ﬂea egg collecting pan used for sleeping. Dogs
were  fed a commercial dry dog food ration calculated to
maintain  the animal in a healthy physical state. Water was
available  ad libitum through automatic lickers present in
each  kennel. No concurrent medication was  given during
the  study. All animals were identiﬁed with the last four
numbers of their digital microchip.
2.2. Experimental design and methods
The 24 cats and the 16 dogs were acclimated to
study conditions for 15 days prior to treatment and were
observed daily for general health conditions. On day-7, each
of  the 16 dogs was infested with 100 C. f. felis harvested
from cats that had fed on them for the previous 72 hours.
On  day-6 eggs were collected from each dog individual pan
and  were counted. On the same day, ﬂea comb counts were
conducted to conﬁrm that all dogs had the same sensitivity
to  ﬂeas before treatment. Each dog was combed for at least
10  minutes by two  technicians using a ﬁne-toothed ﬂea
comb  (12 teeth/cm). Each animal’s entire coat was combed
thoroughly, and combing was stopped only after no ﬂea
was  found during the last minute of combing. If ﬂeas were
found,  combing continued until no ﬂea was found during
1  minute time frame. On day-5, eight replicates of two dogs
each  were formed based on descending pre-treatment ﬂea
counts.  Within replicates, dogs were randomly allocated to
control  or treated group. For allocation dogs were combed
24  hours after infestation.
2.2.1. Source of ﬂeas
The  C. felis strain used in this study was the laboratory
strain that has been maintained at the Parasitology Depart-
ment  of Toulouse Veterinary School. This colony originated
from  a wild strain harvested from a cat in the Toulouse area
and  has been maintained on cats under laboratory condi-
tions  since 1990. The strain has not been pressured with
any  insecticides since then.
2.2.2. Experimental procedure
24 cats were infested with approximately 150–200
unfed ﬂeas (50% male and 50% female ﬂeas aged between
5  and 10 days) and 72 hours after infestation ﬂeas were
carefully combed off the donor cats, assessed for mobility
and  viability and then pooled together. Healthy-appearing
ﬂeas with normal mobility were collected from the pool by
aspiration  and aliquoted in lots of 100 ﬂeas (approximately
50% male and 50% female). Then each aliquot of 100 ﬂeas
was  transferred to dogs on days −7, 1, 7, 14, 21, 28, 35, 42,
49,  56 and 63. D0 was treatment day.
Dogs (8 females) in the control group remained
untreated. Dogs in the treated group (1 castrated male
and  7 females) received the permethrin, pyriproxyfen and
dinotefuran combination (Vectra 3DTM spot-on solution for
dogs,  CEVA Animal Health, Rutherford, NJ). The pipettes
contained: permethrin 36.08% (w/w)  or 396.5 mg/ml  (w/v),
dinotefuran 4.95% (w/w) or 54.39 mg/ml  (w/v), pyriprox-
yfen 0.44% (w/w) or 4.83 mg/ml  (w/v) (ﬁnal formulation
density = 1.1). Two pipette presentations were used: 1.6 ml
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and 3.6 ml.  To follow laboratory recommendations, the
1.6  ml  spot-on was applied directly to the skin in one point
between the shoulder blades to dogs weighing between
4.1 to 10.0 kg and the 3.6 ml  spot-on was applied directly
to  the skin in three points on the dorsal midline to dogs
weighing between 10.1 and 25.0 kg. Treated dogs weighed
between 7.58 and 11.29 kg. They were treated at a dosage
of  65–126 mg/kg of permethrin; 8.9–17.4 mg/kg of dinote-
furan and 0.8–1.5 mg/kg of pyriproxyfen.
Live ﬂeas were removed and counted on days 3, 9,
16,  23, 30, 37, 44, 51, 58 and 65 (48 ± 3 hours after each
infestation). Personnel conducting comb counts and car-
ing  for the animals were blinded to treatment group
allocations. To prevent cross-contamination between
treatment groups, separate ﬂea combs and lab coats were
used  for each treatment group and were labelled as
such. Gloves were changed systematically between each
dog.
To  study the post-treatment ovicidal effect of the tested
combination ﬂea eggs layed within 24 hours after ﬂeas
were  placed on dogs were collected from each individual
collected pan on days: 2, 8, 15, 22, 29, 36, 43, 50, 57 and 64
and  counted the same day. As eggs were collected 24 hours
after  each infestation time point, hatching into larvae did
not  have time to occur. After eggs counts were recorded,
the ﬁrst 100 ﬂea eggs collected from each dog were placed
in  individual vials containing nutritive medium and placed
to  incubate for 4 weeks at 27 ◦C and 75–80% of humid-
ity to assess adult emergence. The remaining eggs (when
the  collected number was above 100) were placed in a
second  vial containing nutritive medium and left to incu-
bate  in the same conditions as above for 7 days. Each vial
was  identiﬁed with the date, the study number and the
dog  ID. After 7 days incubation new hatched larvae were
counted.
2.3.  Data analysis
2.3.1.  Adulticidal efﬁcacy
Counts  of live adult ﬂeas after each combing was used to
calculate  the arithmetic mean of both treated and control
groups. Percent reduction from the control mean was  cal-
culated  for the treated group at every post-treatment time
point  using the formula:
% Efﬁcacy = arithmetic mean  control − arithmetic mean treated
arithmetic mean control
×100
2.3.2. Egg laying inhibition
At  each egg collection time, counts of ﬂea egg collected
were used for the calculation of arithmetic means of egg
layed  for both treatment groups. Percent reduction from
the  control mean was calculated using the formula:
%Egg laying inhibition
= arithmetic  mean control − arithmetic mean treated
arithmetic mean control
× 100
2.3.3. Egg hatching inhibition
The  mean number of larvae obtained after 7 days of
incubation of eggs (possible when the number of collected
eggs  was  above 100) was calculated for the both groups
and used for the calculation of the eggs hatching inhibition
as  given by the formula:
%Eggs  hatching inhibition
= arithmetic mean control − arithmetic mean treated
arithmetic mean control
× 100
2.3.4. Adults emergence inhibition
The mean number of adults obtained after 4 weeks of
incubation of eggs was calculated for the both groups and
used  for the calculation of the adult emergence inhibition
as  given by the formula:
%Adult  emergence inhibition
= arithmetic  mean control − arithmetic mean treated
arithmetic mean control
× 100
For each calculation, the treated group was  com-
pared to the control group using non parametric test of
Kruskal–Wallis. All testings were two-sided at the signiﬁ-
cance level  ˛ = 0.05. Analyses were performed using Systat
9  software.
3. Results
No adverse effects were observed in any dogs or cats
during the trial and Vectra 3DTM spot-on solution was
well tolerated by the 8 treated dogs. Four variables were
assessed during the study: adulticidal efﬁcacy; production
of  ﬂea eggs, eggs hatching ability into larvae and develop-
ment and emergence of ﬂeas from the collected eggs.
Adulticidal activity (Table 1, Fig. 1): All dogs included
in the study demonstrated adequate pre-treatment sensi-
tivity  to ﬂeas with ﬂea counts ranging from 71 to 92. All
untreated animals maintained good ﬂea retention capac-
ity  throughout the study. Post-treatment arithmetic mean
ﬂea  counts for untreated control dogs ranged from 65.8
to  83.3 ﬂea counts for the treated dogs were signiﬁcantly
Table 1
Flea  counts 48 hours after infestation.
Study day Control group Treated group Efﬁcacy (%)
Day −6 81.3 (6.1) 81.3 (6.5) –
Day 3 77.5  (11.9) 0.3 (0.5) 99.7
Day 9 75.0 (14.4) 0 (0) 100
Day 16 72.3 (12.9) 0 (0) 100
Day 23 74.5 (15.8) 0.3 (0.7) 99.7
Day 30 65.8 (8.0) 2.5 (3.5) 96.2
Day 37 79.1  (9.1) 5.4 (8.9) 93.2
Day 44 83.3 (8.9) 10.1 (17.1) 87.8
Day 51 68.8 (11.9) 23.5 (25.2) 65.8
Day 58 75.8  (9.0) 31.1 (27.8) 58.9
Day 65 80.4 (8.6) 36.5 (27.0) 54.6
Arithmetic mean (SD).
Day  0 = treatment day.
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Fig. 1. Vectra 3DTM IGR activity, 48-hour adulticidal efﬁcacy, and total eggs produced following each infestation. Treated dogs received a single dose of the
combination  product on day 0.
lower than those for untreated control dogs at all post-
treatment evaluations (p < 0.05) (mean number of collected
ﬂeas  between 0 and 0.3 until day 23; 2.5 on day 30 and then
mean  ﬂea number increased steadily until the end of the
trial).  Vectra 3DTM spot-on solution for dogs controlled the
existing  ﬂea infestation providing 99.68% efﬁcacy within
48  hours after application. The treatment prevented dogs
from  new ﬂea infestations respectively with 100% efﬁcacy
on  day 9 and day 16, 99.7% on day 23 and 96.2% on day 30.
Then  the efﬁcacy decreased steadily.
Egg laying inhibition (Table 2, Fig. 1): Before treatment
the mean number of collected eggs per dog was 518.4 for
the  control group and 504.8 for the treated group (Table 2).
The  mean number of collected eggs remained statisti-
cally different (p < 0.05) between both groups until 57 days
post-treatment. The combination provided an egg laying
inhibition with an efﬁcacy over 92.3% during 4 weeks, over
80%  weeks 5 and 6, and over 60% weeks 7 and 8 post-
treatment.
Egg hatching inhibition: The study of eggs hatching
could only start on day 36. Indeed before that point the
number of eggs collected per dog was  100 or below 100
and  used for the adult emergence inhibition test. In the con-
trol  group the mean percentage of hatching was between
59.6% and 23.8%. In the treated group the larvae hatching
was  between 0 and 0.54%. So the inhibition of hatching pro-
vided  by spot-on solution was  between 99.1% and 100%
(data  not shown).
Adult  emergence inhibition (Table 2, Fig. 1): The inhibi-
tion of adult emergence was  100% during 8 weeks after the
treatment. On day 67 the inhibition was 99.8%.
4. Discussion
The originality of this work was based on the use of
ready-to-lay-eggs ﬂeas previously fed for 72 hours on cats.
This  study was adapted from the study design of Franc et al.
(2007)  that allowed for egg producing female ﬂeas to be
placed  onto treated dogs to assess the efﬁcacy of Vectra
3DTM spot-on solution for dogs on egg viability (hatching
into larvae, emergence into new viable adult). The model
was  successful in that 359–630 eggs were collected from
Table 2
Flea  egg counts 24 hours after each ﬂea infestation and percentage of adult emergence after 4 weeks incubation.
Study day Control Treated
Egg countsArith. mean (SD) Adult emergence (%) Egg countsArith. mean (SD) Adult emergence (%)
Day −6 518.4 (200.2) 27.9 504.8 (151.7) 26.6
Day 2 451.5  (116.2) 51.6 19.9 (22.9) 0
Day 8 408.3 (240.9) 36.6 8.0 (7.7) 0
Day 15 463.1 (162.5) 34.9 6.8 (6.0) 0
Day 22 359.3 (151.2) 24.8 9.6 (11.7) 0
Day 29 368.9 (116.7) 44.9 28.4 (31.9) 0
Day 36 606.4  (190.9) 46.9 87.1 (118.2) 0
Day 43 519.9 (161.4) 58.5 92.4 (111.9) 0
Day 50 630.8 (141.3) 43.9 219.6 (225.1) 0
Day 57 524.5  (225.4) 38.4 194.1 (140.7) 0
Day 64 499.6 (154.2) 56.3 302.9 (231.7) 0.1
Day 0 = treatment day.
Arith. mean = arithmetic mean.
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each control dog in the weekly 24 hour collection periods
(after an infestation with 100 ﬂeas). In this trial an impor-
tant  decrease of egg production was observed in treated
dogs even if ﬂeas were already producing eggs before being
transplanted to dogs (Fig. 1). This can be explained by the
rapid  mortality of ﬂeas due to a direct action of dinote-
furan associated with permethrin. This is the ﬁrst study
on  egg viability with this formulation. The mean number
of  newly emerged adult ﬂeas after 28 days incubation of
100  collected eggs was between 24.8 and 58.5 in the con-
trol  group (Table 2). The inhibition of hatching provided by
Vectra  3DTM spot-on solution for dogs was between 99.1%
and  100% during the 8 weeks post treatment. These results
are  similar with those obtained by Young et al. (2004) with
a  combination of ﬁpronil and another insect juvenile hor-
mone,  the (S)-methoprene. They obtained an egg hatching
reduction of 89.1% and an inhibition of new adult emer-
gence of 93.1% 64 days post-treatment.
The adulticidal efﬁcacy of Vectra 3DTM evaluated
48 hours after each infestation ranged from 96.2 to 100%
within  the 30 ﬁrst days post-treatment then the efﬁcacy
decreased progressively: 93.2% (day 37), 87.8% (day 44),
65.8%  (day 51), 58.9% (day 58) and 54.6% (day 65). It appears
there  was animal to animal variations after the claimed
efﬁcacy period of the Vectra 3DTM. Until day 30 post-
treatment the variation around mean of alive ﬂeas combed
on  dogs was under 3.5, in adequation with results observed
in  other efﬁcacy trials. From day 30 until the end of the
study S.D. increase because the adulticidal efﬁcacy of Vec-
tra  3D decreases and ﬂeas are more and more found alive
on  treated dogs. The variation of efﬁcacy between treated
dogs  can be explained by the ability of hairs retention of
the  product which is correlated to a variable sebum pro-
duction from one animal to an other. The variation around
mean  of collected eggs can be correlated to the behaviour
of  dogs in their kennel and the time each dog spends on
its  collecting pan per 24 hours, as it was used for sleeping.
The amount of eggs collected was more important for dogs
spending more time sleeping on their pan. For one single
dog  the resting behaviour was variable from one week to
the  other.
Dinotefuran was discovered in 1993 (Wakita et al.,
2005) but there are few trials studying its efﬁcacy toward
adult  ﬂeas. The ﬁrst published study evaluating the
24  hour-efﬁcacy on adult ﬂeas of action of dinotefuran
(Vectra for cats and kittens) was performed on cats by
Murphy et al. (2009). The adulticidal efﬁcacy was between
98.5  and 100% until day 30. Dryden et al. (2011) evaluated
on  dogs the efﬁcacy of Vectra 3DTM 6 hours after ﬂea infes-
tations. The efﬁcacy ranged between 92.3% and 100% during
the  28 days of that study. The results of these previously
published studies are similar with those obtained in this
study.
The  association of dinotefuran, permethrin and
pyriproxyfen effectively broke the life cycle of ﬂeas,
including larvae and adults.
5.  Conclusion
This clinical trial was the ﬁrst reported trial using gravid
and  ready to lay egg producing ﬂeas obtained from cats and
transferred  to dogs. This original study design permitted
the evaluation of the ovicidal efﬁcacy of the tested combi-
nation.
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3. Prévention de la transmission de Bartonella spp. par un traitement 
insecticide : proposition d’un protocole. 
Aucun vaccin n’est à ce jour disponible contre B. henselae. Les études de transmission ont 
montré le rôle central des puces chez le chat (Chomel et al., 1996). Ainsi un contrôle 
antiparasitaire régulier permet de réduire le nombre de puces capables de transmettre les 
bactéries entre chats, et par conséquent de réduire le nombre de réservoirs félins à partir 
desquels se fait la contamination humaine. À ce jour, seulement deux études (Bradburry et al., 
2010 ; Lappin et al., 2013) rapportent l’efficacité de formulations dans la prévention de la 
transmission de B. henselae.  
L’application mensuelle d’un spot-on d’imidaclopride et de moxidectine a assuré une 
protection des chats traités contre la transmission de B. henselae par C. felis pendant les 84 
jours de l’étude (Bradburry et al., 2010). Un collier combinant l’imidaclopride et la 
fluméthrine a protégé les chats pendant les 8 mois de la durée de l’étude (Lappin et al., 2013). 
Dans ces deux travaux, les auteurs ont utilisé des chats contaminés par B. henselae comme 
source de bactéries. Ces animaux ont été infestés régulièrement par des puces C. felis. Deux 
autres groupes de chats ont été utilisés (un groupe témoin et un groupe traité) dans un 
dispositif expérimental empêchant des contacts directs (léchage, griffure) entre groupe, mais 
permettant les transferts de puces. Ce dispositif permet donc d’étudier la contamination entre 
chats par C. felis. Le taux de contamination des chats témoins a varié entre 57 % (Lappin et 
al., 2013) et 100 % (Bradburry et Lappin, 2010).  
 
Nous avons reproduit ce dispositif expérimental pour contaminer des chats exempts 
d'organisme pathogène spécifique (Specific Pathogen Free ou SPF) à partir de chats 
bactériémiques. Pour cela, 12 chats SPF âgés de 6 à 18 mois et pesant entre 2 et 3,5 kg ont été 
inclus dans notre étude. Les chats ont ensuite été divisés en deux groupes de six, et placés 
dans les sections 1 et 2 d’une chatterie (Figure 19). Les deux sections étaient adjacentes et 
séparées par un grillage à fin maillage, de manière à empêcher les chats de chaque section de 
se griffer ou de se mordre. Environ 25 % de la surface au sol entre les sections était recouverte 
de moquette afin de procurer des zones de refuge pour les œufs et larves de C. felis. Les 
animaux étaient négatifs vis-à-vis de B. henselae par PCR, culture et sérologie avant le début 
de l’étude. Les techniques sont détaillées dans la partie matériel et méthode de l’Article VIII.  
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Figure 19. Hébergement des deux groupes de chats inclus dans l’étude.  
Les deux sections sont séparées par un grillage empêchant les chats d’avoir des contacts entre eux. Les 
chats de la section 2 ont été inoculés par une suspension de B. henselae (106 par chat) et ont été 
infestés régulièrement par 100 C. felis. 
 
Les chats de la section 2 ont été inoculés à J0 par voie intradermique par une suspension de B. 
henselae de génotype II à raison de 106 Unités Formant Colonie (Colony-Forming Units ou 
CFU) par chat. Des prises de sang ont été réalisées une fois par semaine pendant 13 semaines. 
Les prélèvements sanguins ont été réalisés à la veine antébrachiale et le sang a été divisé en 3 
tubes : un tube sec contenant 1 ml de sang destiné la sérologie, et 2 tubes EDTA contenant 
1 ml de sang chacun pour la PCR et la culture. Les chats de la section 2 ont été infestés par 
100 C. felis à J22, J29, J36, J43, J50, J57, J64, J71, J78 et J85. Les chats des deux groupes ont 
par la suite été peignés à J28, J35, J42, J56, J63, J70, J77, J84 et J91. Après chaque peignage, 
les puces ont été replacées sur le pelage de chaque chat sauf à J91 où les puces ont été 
éliminées. 
 
RÉSULTATS  
Les résultats de sérologie, des PCR et des cultures sont représentés dans la figure 20. La 
bactériémie est détectable chez les six chats de la section 2 douze jours après inoculation et 
persiste pendant 8 semaines. À J78 seulement deux chats ont des cultures positives. Un seul 
chat reste bactériémique jusqu’à la fin du suivi. Les six chats deviennent séropositifs entre 12 
jours et 29 jours après inoculation et le restent jusqu’à la fin du suivi. Aucun chat de la 
section 1 n’est devenu bactériémique ou séropositif. 
 
Section 1 
6 chats SPF témoins 
Section 2 
6 chats inoculés avec B. 
henselae et infestés 
régulièrement avec C. felis  
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Figure 20. Résultats de PCR, de culture et de sérologie des 6 chats SPF de la section 2 inoculés 
par voie intradermique par une suspension de B. henselae à J0 (106 CFU/chat).  
Les aires grisées représentent les résultats positifs en PCR. Les aires avec les points représentent les 
résultats positifs en culture. Les dilutions limites positives des sérums (mise en évidence des IgG) sont 
indiquées dans chaque carré. 
 
Le nombre moyen de puces retrouvées par chats infestés de la section 2 a été de 62,1 ± 21,4. 
Pour l’ensemble des sessions, le nombre moyen de puces retrouvé par chat issu de la section 1 
a été de 7,1 ± 3,8. Le transfert des puces des chats de la section 2 vers les chats de la section 1 
a donc été effectif et des puces ont été retrouvées vivantes pour tous les différents jours de 
peignage dans les deux sections (Figure 21).  
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Figure 21. Nombre moyen de puces retrouvées sur les chats des sections 1 et 2 tout au long de 
l’étude. 
À J0, les chats de la section 2 ont été inoculés avec une suspension de B. henselae (106 CFU/chat) par 
voie intradermique. Les chats inoculés ont été infestés par 100 C. felis aux jours : J22, J29, J36, J43, 
J50, J57, J64, J71, J78 et J85. Les chats des deux groupes ont été peignés à J28, J35, J42, J56, J63, 
J70, J77, J84 et J91. 
 
Dans cette étude, le dispositif expérimental utilisé a permis un transfert de puces de chats 
bactériémiques à B. henselae à des chats SPF. Cependant aucun chat receveur n’est devenu 
bactériémique ou séropositif. Le protocole de contamination de chats par transferts naturels de 
puces n’est donc pas toujours reproductible.  
Nous avons donc mis en place un protocole de contamination plus direct qui est fait l’objet de 
l’Article VIII en cours de soumission pour publication à Parasitology Research et intitulé : 
“Protocol assessing the efficacy of ectoparasiticidal products in the prevention of flea-
borne pathogens: Bartonella  henselae - Ctenocephalides. felis - cat model”.  
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Abstract 
The blood-sucking arthropod Ctenocephalides felis is the main recognized vector of 
Bartonella henselae, the agent of cat-scratch disease. The transmission among cats and 
humans occur mainly through infected flea feces. Therefore the control of flea infestations 
seems to be the only efficient way to prevent B. henselae transmission. We propose a new 
simple protocol to infest cats with fleas contaminated with B. henselae on an artificial-flea 
feeder. Cats were infested on Days 0, 7, 14, 21 and 28 with contaminated fleas and became 
bacteremic within 14 to 41 days. In this protocol fleas are contaminated with certainty and 
cats are infested regularly with a controlled amount of fleas. It is adapted to assess the 
efficacy of compounds with long-lasting activity against arthropod-borne pathogens such as 
B. henselae. Two groups of cats would be needed composed of a control and treated group. 
 
Introduction  
Bartonella henselae is a Gram negative bacteria distributed worldwide and is recognized as an 
emerging zoonotic agent (Chomel and Kasten, 2010). It is mostly known as the causative 
agent of cat scratch disease (CSD) in humans (Chomel et al. 2004). The reservoir of this 
bacterium is the domestic cat. The cat flea, Ctenocephalides felis, is believed to function as 
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competent vector (Chomel et al. 1996). Infected cats are usually asymptomatic but may 
experience relapsing bacteremia, which can last for months to years (Breitschwerdt and 
Kordick 1995; Jacomo et al. 2002). Intradermal inoculation of B. henselae to kittens is 
followed by bacteremia, which usually appears within one to three weeks and may last for 60 
days (Kordick et al. 1995; Abbott et al. 1997). In some cats, B. henselae seropositivity has 
been associated with lymphadenitis, gingivitis, stomatitis or urological diseases (Glaus et al. 
1997; Breitschwerdt and Kordick, 2000). This bacterium has also been considered as a 
potential cause of anterior uveitis, myocarditis (Lappin and Black, 1999; Bradburry and 
Lappin, 2010) and endocarditis (Chomel et al. 2003).  
In humans, CSD is characterised by a persistent regional lymphadenopathy which usually 
resolves within 2 to 4 months in immunocompetent patients (Boulouis et al. 2005). In 
immunocompromised individuals (such as those with AIDS or organ transplant recipients), 
the infection with B. henselae can lead to a wide range of life-threatening diseases, such as 
bacillary angiomatosis or bacillary peliosis (Boulouis et al. 2005; Breitschwert, 2008; Klotz et 
al. 2011).  
The prevalence of bacteremia among cats varies from 4 to 70 % depending on the way of life 
of the cat (domestic or stray cat), its age, its geographical location, and the degree of flea 
infestation (Chomel et al. 1995; Maruyama et al. 2000; Rolain et al. 2004). More than 50% of 
cats are bacteremic to B. henselae in regions where C. felis is endemic (Heller et al. 1997). 
The most important point is that B. henselae infection among cats occurs only with fleas 
(Chomel et al. 1996). The infectious material seems to be the infected flea feces excreted on 
the fur of the flea-infested cat (Foil et al. 1998). B. henselae remains viable in the 
environment for at least 3 days (Finkelstein et al. 2002).  DNA of this bacterium is still 
detected in the fleas and excreted feces 12 days after infection (Bouhsira et al. 2013a; 
Bouhsira et al. 2013b). While grooming, cats contaminate their mouth and claws with 
contaminated flea dejections which can also be inoculated to humans by scratching or biting 
(Zangwill et al. 1993; Eisen and Gage, 2012). Therefore, the best strategy for bartonellosis 
prevention seems to be the control of flea infestations.  
Lately, the concept of antiparasitic treatment has evolved to the concept of prevention of 
pathogens transmission by the use of long-lasting formulations (Beugnet and Franc, 2012). 
Therefore, available formulations against ticks and fleas in cats and dogs need to be tested for 
their efficacy in preventing the transmission of arthropod-borne pathogens such as B. 
henselae. Two recent studies demonstrated the efficacy of imidacloprid/moxidectin and 
imidacloprid/flumethrin combinations in preventing B. henselae transmission among cats via 
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natural transfer of fleas (Bradburry and Lappin, 2010; Lappin et al. 2013). We introduce here 
a new and improved protocol using artificially contaminated fleas relevant to assess the 
efficacy of insecticidal compounds in protecting cats from B. henselae. 
Materials and Methods 
Ethics statement 
Animals were handled in strict accordance with good animal practice as defined by the 
relevant European standards of welfare for animals in research. Work performed on animals 
at the École Nationale Vétérinaire de Toulouse (ENVT), Toulouse, France, was reviewed and 
approved by the ethic committee of the Midi-Pyrénées region. 
Animals 
Six healthy Specific Pathogen Free (SPF) domestic cats from ENVT, weighing between 3.2 
and 5.2 kg and aged 2 years were used in this study. Before their inclusion, all cats had been 
vaccinated against feline viral rhinotracheitis, feline calicivirus, feline distemper virus, and 
rabies virus, and were FeLV-antigen and FIV-antibody negative. The absence of Bartonella 
spp in cat blood was confirmed by PCR and bacterial cultures (see below), and their results 
for serum antibody against Bartonella spp were negative. They were free of fleas and did not 
receive any ectoparasitic treatments in the past 3 months. 
Cats were housed in an indoor cattery with natural environmental lighting and were 
acclimated to the study conditions for 2 months prior to inclusion. The environment was 
enriched by shelves perches, toys and wooden claw-sharpening boards. Water and dry cat 
food appropriate for their age were provided ad libitum. The cattery and litter trays were 
cleaned daily. Animals were handled and monitored daily for any physiological abnormalities. 
Once a week, ocular and gingival mucosae were inspected for signs of anaemia. 
Bacterial strains and growth conditions 
Strains of B. henselae 16S rRNA genotypes I and II isolated from cats were used. The B. 
henselae strains were grown on brain heart infusion (BHI) agar (Difco Laboratories, Detroit, 
USA) supplemented with 5% of fresh  rabbit blood in humidified atmosphere at 35°C in 5% 
carbon dioxide atmosphere. For flea infection assays, bacteria were collected after 5 days 
growth on BHI agar plates and suspended in phosphate-buffered saline (PBS) buffer. The 
bacterial suspension was diluted with PBS to obtain approximately 2 × 108 bacteria per ml as 
adjusted by turbidimetry.  
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Fleas and artificial feeding 
The C. felis strain employed was obtained from a laboratory-reared colony originating from a 
wild strain harvested from a cat and maintained on cats under laboratory conditions since 
1990 at ENVT. Prior to use for this experiment, fleas were ascertained to be polymerase chain 
reaction (PCR) negative for Bartonella spp. infection (see below). Canine blood was used to 
feed the fleas and was obtained from three healthy 6-year-old beagle dogs (weight, 13 kg) 
from ENVT. The dogs had been vaccinated every year with the vaccine DHPPi/L, which 
protects dogs against canine distemper virus, canine Adenovirus type 2, canine Parvovirus, 
canine parainfluenza virus, and Leptospira interrogans. Blood smears and the 
microhematocrit of the three dogs were checked before their inclusion in the study, and none 
of the dogs showed any abnormalities. The absence of Bartonella spp in dog blood was also 
confirmed by PCR (see below). Blood obtained by venipuncture was placed in lithium 
heparin-coated Vacutainer tubes (Venosafe®, Laboratoires Terumo France, Guyancourt, 
France). Blood functional complement was deactivated by storing blood samples at room 
temperature for 1 h after the blood was drawn and before storage at 4°C. Blood samples were 
kept at 4°C for no longer than 24 h. 
On days -1, 6, 15, 21 and 27, 500 unfed fleas were placed in a plexiglas box in contact with a 
glass feeder closed at the bottom with a thin Parafilm® membrane (Parafilm®3M, Pechiney 
Plastic Packaging, IL, USA). Fleas had never received any blood meal before the start of the 
study. To stimulate the flea to blood-feed, a constant temperature of 38.5°C, mimicking the 
host’s body temperature, was maintained by a water-jacket circulation system through the 
glass feeder. They were fed on 5 ml of blood mixed with 500 µl of B. henselae in suspension 
in PBS at a concentration of approximately 2 × 108 bacteria per ml. After 24 hours of feeding, 
fleas were removed and identified as having fed successfully by observation of distension of 
the abdomen with the naked eye. The engorged fleas were then divided into 6 batches of 20 
fleas each. A 7th batch of 20 fleas was reserved weekly for B. henselae PCR analysis so as to 
check the proper contamination of fleas with the bacterium. The six cats were infested weekly 
with 20 engorged fleas on days 0, 7, 16, 22 and 28. Fleas were not removed from cats until the 
end of the study. 
Samples collection  
Blood samples of cats were collected via ante-brachial venipuncture by use of a 22-gauge 
needle on study days: -3 (before inoculation) 6, 14, 21, 27, 34, 41, 55 and 69. Blood was 
distributed into two sterilized, DNA/RNA-free and EDTA-treated tubes (Venosafe® plastic 
tubes, Laboratoires Terumo France, Guyancourt, France) to avoid contaminations (1 mL 
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dedicated to PCR and 1 mL to bacterial culture) and in one untreated tube (1 mL blood for 
serum) (Venosafe® plastic tubes, Laboratoires Terumo France, Guyancourt, France). The 
EDTA blood samples were immediately frozen at – 20°C pending PCR assays and bacterial 
culture. The untreated tubes were kept at ambient temperature for 1 hour to help the blood clot 
before serum preparation. They were then centrifuged at 500 g at 4°C for 10 minutes and 
stored at – 20°C until determination of IgG titers against Bartonella spp. 
Blood Culture 
The EDTA tubes were thawed and spun at 1800g for 75 min at room temperature and the 
supernatant was discarded. The pellet was suspended in 250 µl of inoculation medium 
(Schneider’s Drosophila medium 1x, L-glutamine, Gibco, France) and the volume recorded. 
Then, 250 µl of the suspension were inoculated onto BHI agar supplemented with 5% 
defibrinized fresh rabbit blood. The remaining suspension was inoculated onto a second plate. 
The plates were incubated for 1 month at 35.5°C with 5% CO2 in a humid incubator and 
checked regularly for bacterial growth. Colonies were identified to Bartonella by their aspect, 
time of colony appearance and Gram staining. At least one colony per cat/day was sub-
cultured, harvested and frozen at -70°C in 100% fetal calf serum. Identification of B. henselae 
was performed on subculture of one colony by PCR targeting the citrate synthase (gltA) gene 
(Norman et al. 1995). 
PCR 
Two-hundred microliters of EDTA blood were extracted by Nucleospin Blood Quickpure 
Macherey Nagel Kit (Mascherey-Nagel, Hoerdt, France). Then two PCR were carried out: a 
PCR targeting the citrate synthase (gltA) gene followed by a nested PCR targeting ITS gene 
(Rampersad et al., 2005).  
For each sampling day, a pool of five fleas was extracted by Nucleospin Tissue Quickpure 
Macherey Nagel Kit (Mascherey-Nagel, Hoerdt, France) and a PCR targeting the Bartonella 
gltA gene was carried out. 
Serology/IFA 
One of the B. henselae strains used in this assay (strain A1568) was passed from agar grown 
cultures into Vero cells. Heavily infected cell cultures were spotted onto 12-well Teflon 
coated slides, incubated 18hours in CO2 incubator, acetone fixed, and stored frozen. B. 
henselae antibodies were determined after traditional IFA practices.  Fluorescein conjugated 
goat anti-cat IgG (Bethyl Lab, Montgomery, USA) was used at the dilution of 1/50 in 
phosphate-buffered saline solution (PBS). Serum samples were diluted in phosphate-buffered 
saline solution. Cat sera were screened at dilutions of 1: 64 (cut-off titre). All sera that 
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remained reactive at a titre of 1: 64 will be further tested with 2-fold dilutions out to a final 
dilution of 1: 1024. 
 
Results (Fig. 1) 
No side-effects were observed in any of the cats throughout the study. Pruritus or hair loss 
was not observed. No abnormal behaviour, anorexia, weakness or anaemia was detected and 
no clinical signs of bartonellosis were noticed after the start of the flea infestation.  
Bartonella spp. PCR assay and culture: A cat blood sample was treated as positive to 
B. henselae DNA while at least one PCR result among the two performed PCR assays (gltA 
gene and ITS gene) was positive. All positive results in PCR were also positive in cultures. 
Interval to a positive PCR assay or culture result ranged from 14 to 41 days of flea exposure 
with a median of 21 days. The first amplification of B. henselae DNA was obtained on the 
first 2 cats after 14 days of exposure to fleas. Bacteremia was confirmed with positive culture 
and lasted for at least 8 weeks. On day 21, cats 2, 3 and 4 had positive PCR and culture 
results. Their bacteremia lasted for at least 7 weeks. The fifth cat became positive on day 27 
and the bacteremia lasted at least for 6 weeks. On day 41, the sixth cat was bacteremic, which 
lasted at least for 4 weeks. On the last day of the sampling, the 6 cats were still bacteremic. 
The median of bacteremia was 7 weeks. 
All the pools of fleas tested were PCR positive for gltA gene except the pool of J0 before 
being placed in the feeder with the contaminated blood. 
Serologic testing: the six cats developed detectable anti-B. henselae IgG titres, with interval 
to seroconversion ranging from 21 days to 55 days  of fleas exposure. Titres ranged from 1:64 
to 1:1024, and once positive titres were detected, all cats remained seropositive for the 
duration of the study. 
 
DISCUSSION 
In our protocol, cats were successfully contaminated with B. henselae after infestation with C. 
felis fed experimentally on infected blood. This simple design can be applied to assess 
efficacy of insecticidal compounds to prevent cats from B. henselae contamination. 
Two recent studies investigated the efficacy of two formulations: a moxidectin/ imidacloprid 
spot-on and a flumethrin/ imidacloprid collar in preventing the transmission of B. henselae by 
cat fleas (Bradbury and Lappin, 2010; Lappin et al. 2013). In these protocols, fleas were 
placed regularly on B. henselae infected cats housed in neighbouring pens with treated and 
untreated cats. The pens were separated from each other by mesh, preventing cats from 
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licking or scratching, but allowing fleas to be transferred between animals. Carpets were 
placed between sections to promote the complete life cycle of C. felis. In the first study 
(Bradburry and Lappin, 2010), the cats from the middle section became bacteremic within 21 
days after an intravenous inoculation of B. henselae. The control cats became bacteremic 
within 42 to 70 days after the first flea infestation and no infection was detected in the 6 
treated cats.  
The second study was long-term protocol and cats were followed for 252 days after the 
application of the collar in the treated group (Lappin et al, 2013). The inoculated cats became 
bacteremic within 39 days after intravenous injection of B. henselae, and were then infested 
with 100 C. felis on Day 0 and then monthly (Fig. 2 adapted from Lappin et al. 2013). The 
averages of fleas found on infected and control cats were very low: less than 2 in the control 
group and less than 8 in the infected group. The bacteremia and seroconversion were detected 
in only 4 out of 7 cats in the control group while the treated group remained negative.  
In a preliminary study, we adapted these protocols to infect SPF cats via natural transfer of 
fleas from a group of cats inoculated with B. henselae (unpublished data). Twelve cats were 
housed in two adjacent sections separated with mesh. One group of cats was inoculated via 
intradermal route, with a suspension of B. henselae 16S rRNA genotype II, at a dosage of 106 
colonies forming unit (CFU) per cat. The infected cats were infested with 100 C. felis once 
per week for 63 days. All cats were combed and blood sampled for PCR, culture and serology 
assays on a weekly basis. All the inoculated cats were bacteremic (all cultures positive) within 
12 days. The 6 cats remained bacteremic for 49 days. Then 92 days after inoculation, only one 
cat was still bacteremic but with only 1 CFU/ml of blood (Fig. 3). Fleas were successfully 
transferred from one group to the other and the mean number of fleas counted by control cats 
was 7.6 (+/- 4.6).  In these conditions none of the control cats became bacteremic or 
seroconverted during the 92 days of the study. As no SPF cats became positive by natural 
transfer of fleas, we set up a new design. Our new protocol is based on direct infestation of 
cats with experimentally contaminated fleas and presents several advantages. In such a 
system, the amount of fleas used for infestation is controlled and does not rely on the transfer 
of fleas from one group to the other. In this way, each cat from each group is challenged with 
the same amount of fleas at the same date. On the contrary, in the above-mentioned studies 
the transfer of fleas between groups was low. Moreover these fleas could have been 
transferred from the contaminated cats but also from adult newly emerged in the environment 
as the life-cycle of C. felis was promoted by the presence of carpets in the sections. In that 
case, these young fleas are probably not contaminated by B. henselae as the transmission of 
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this bacterium does not seem to occur trans-ovarially (Bouhsira et al. 2013a). The use of 
bacteremic cats can limit the start of a trial. Bacteremia has to be detected before the start of 
flea infestations. The occurrence of bacteremia in cats can indeed vary in function of the 
individual, the Bartonella strain and the route of inoculation (Kordick and Breitschwerdt, 
1997). After an intradermal inoculation, cats became bacteremic within 12 days (unpublished 
data) whereas after an intravenous inoculation, cats became bacteremic within 21 to 39 days 
(Bradburry and Lappin, 2010; Lappin et al. 2013). The use of an artificial feeding system 
allowed the contamination of a large amount of fleas within 24 hours only, synchronising the 
start of trials. The viability of fleas is not shortened by the engorgement on B. henselae 
contaminated blood and the infectious status of the fleas can be regularly checked directly on 
pools of fleas (in our assay, all 4 pools are positive) by PCR or indirectly on the excreted 
feces by quantitative PCR (Bouhsira et al. 2013b). The inoculation dose and the B. henselae 
concentration of the contaminated meal could also be calculated and adapted so as to 
determine the limit dose at which fleas become infective to cats. This protocol allows natural 
contamination of the control cats by fleas, instead of intravenous injections which seems less 
efficient (Abbott et al. 1997). Once infested with fleas, cats can be contaminated directly via 
flea bites or indirectly via intradermal inoculation of contaminated flea feces when scratching 
themselves. In a long-term protocol, there is no certainty that fleas are placed on bacteremic 
cats throughout the study. For instance, in one study the inoculated cats were not bacteremic 
anymore by day 84 (Bradburry and Lappin, 2010) and in the other study, only one control cat 
was bacteremic by this time (Lappin et al. 2013). Then by Day 168, only 1 to 3 inoculated 
cats were bacteremic and they were all negative by day 252 (Fig.  2). Once all inoculated cats 
are bacteremic, fleas placed on them have to acquire the bacteria and to change hosts before 
being able to infect the control cats. The occurrence of bacteremia and seroconversion in the 
control group may then be delayed. Bradburry and Lappin (2010) obtained bacteremic control 
cats within 42 to 70 days with seroconversion occurring between 63 to 84 days. According to 
Lappin (2013), cats became bacteremic and seroconverted within 28 to 140 days and 56 to 
154 days, respectively (Figures 2 and 3). As reported by Lappin (2013), not all cats in the 
control group became bacteremic. This failure can compromise the power of statistical tests 
carried out to assess the anti-flea efficacy of tested compounds, especially since few cats are 
used in the design of such surveys. On the contrary, our protocol overcomes this issue. After 
direct infestation with contaminated fleas, bacteremia occurred in 100% of the cats within 14 
to 41 days, and they seroconverted within 21 to 55 days. These results are in accordance with 
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previous studies in which SPF kittens were infested with fleas harvested from contaminated 
cats (Chomel et al. 1996).  
This straightforward protocol allows regular infestations of cats with a controlled 
amount of B. henselae-contaminated fleas. This is adapted to assess the efficacy of 
compounds with long-lasting activity against the transmission of the agent of the CSD. The 
use of artificial flea-feeder may also decrease the number of animals included in such trials as 
contaminated cats would not be used as source of bacteria. The demonstration of an 
ectoparasiticidal product efficacy would therefore need only two groups of cats composed of a 
control and treated group. 
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Fig. 1 Bartonella henselae PCR, culture and antibody assay results in 6 cats infested 
directly with B. henselae contaminated fleas.  
Cats were infested with 20 C. felis on days 0, 7, 16, 22 and 28 (indicated by the red arrow). 
Grey shaded areas indicate PCR positive samples, and the dotted areas indicate culture 
positive samples. Titres of IgG are indicated in each box. (ND: not done). 
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Fig. 2 Results adapted from Lappin et al. (2013)  
In this study, 4 donor cats were inoculated with B. henselae and then infested with 100 C. felis 
on Day 0, once per month for 6 applications and then every 12 to 14 days for 4 applications 
(infestations are represented by the red arrows). Seven SPF cats housed next to the bacteremic 
cats, were followed by PCR and antibody assays for B. henselae bacteremia and 
seroconversion. Grey shaded areas indicate PCR positive samples. Titres of IgG are indicated 
in each box. 
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Fig. 3 Bartonella henselae PCR, culture and antibody assay results in 6 cats inoculated 
via intradermal injection on D0 with a suspension of B. henselae (106 CFU/cat) 
Grey shaded areas indicate the samples that were PCR positive. Areas with dots indicate 
culture positive samples. Titres of IgG are indicated in each box (Unpublished data). 
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La maladie des griffes du chat a été décrite cliniquement pour la première fois en 1950 (Debré 
et al., 1950), et Bartonella henselae n’ a été identifiée comme l’agent responsable de cette 
maladie que dans les années 1990 (Regnery et al., 1992). Le rôle vecteur de Ctenocephalides 
felis a été démontré pour la première fois par Chomel et al. (1996). Tsai et al. (2011) ont 
réalisé une revue exhaustive de la diversité des espèces de Bartonella spp. et de leurs 
arthropodes vecteurs, confirmés ou supposés. Il apparait qu’un plus grand nombre d’espèces 
de Bartonella spp sont mises en évidence par biologie moléculaire chez les vecteurs que chez 
les différentes espèces d’hôtes mammifères (Tsai et al., 2011). Or, la détection d’ADN 
bactérien dans le vecteur n’est en effet pas une preuve suffisante de la compétence vectorielle 
de ce dernier ni de la réceptivité de l’hôte vertébré.  
La mise en place d’un système de gorgement sur membrane par du sang préalablement 
contaminé par des bactéries est une voie possible d’exploration des interactions étroites entre 
le vecteur et une ou plusieurs espèces de Bartonella spp. Dans ce contexte, nous avons étudié 
les capacités de persistance, de transmission horizontale et verticale chez C. felis de cinq 
espèces de Bartonella spp.: B. henselae, B. clarridgeiae, B. quintana, B. tribocorum et B. 
birtlesii. Nous avons montré pour la première fois qu’il était possible de contaminer en 
laboratoire C. felis par B. birtlesii et B. tribocorum. L’ADN de B. quintana a été retrouvé une 
seule fois dans cette espèce de puce en conditions naturelles (Rolain et al., 2013). Nos 
résultats expérimentaux confirment cette observation. En outre, ces différentes espèces ont 
persisté dans la puce et ont été excrétées dans les déjections pendant au moins 3 jours après 
infection. Nous n’avons pas mis en évidence de transmission verticale puisque les bartonelles 
n’ont pas été retrouvées dans les œufs et dans les larves. En revanche, l’ADN de Bartonella 
spp. a été amplifié dans du sang initialement sain et provenant de nourrisseur sur lequel se 
sont nourries des puces préalablement contaminées. Cela suggère que la transmission 
horizontale est possible pour les cinq espèces de Bartonella spp impliquées dans nos travaux. 
Nos résultats confirment la réceptivité de C. felis à diverses espèces de Bartonella spp., y 
compris à des espèces, comme B. tribocorum et B. birtlesii, jusqu’ici décrites uniquement 
chez les rongeurs, ou détectées dans des puces isolées de rongeurs comme X. cheopis 
(Marignac et al., 2010 ; Bitam et al., 2012 ; Rolain et al., 2012). Il s’avère que C. felis peut 
être retrouvée également chez les rongeurs (Linardi et al., 1984 ; El Bahrawy et al., 1993 ; 
Bakr et al., 1996 ; Shoukry et al., 2006) et donc rencontrer naturellement ces deux dernières 
espèces de bartonelles. Les mécanismes œuvrant en faveur de la tolérance de C. felis à 
diverses espèces de Bartonella spp ne sont pas encore clairement identifiés et requièrent des 
investigations supplémentaires (Houpikian et Raoult, 2001 ; Chomel et al., 2009 ; 
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Kaewmongkol et al., 2011). Nos résultats suggèrent que plusieurs espèces de bactéries 
peuvent donc être transmises par une seule espèce de puce. Toutefois, il faudrait déterminer si 
des puces infectées par plusieurs espèces de Bartonella spp. transmettent plus efficacement 
une espèce parmi les autres (Bown et al., 2004). Le spectre d’hôte du vecteur est proposé 
comme un facteur important de la distribution des espèces de Bartonella spp. chez différents 
réservoirs (Houpikian et Raoult, 2001 ; Chomel et al., 2009).  
Dans notre étude de la persistance de B. henselae chez C. felis (Article III), nous avons 
montré que les bactéries sont détectées dans les puces tout au long de leur vie sur nourrisseur, 
et qu’elles sont excrétées dans les fèces. Une étude récente rapporte la persistance de B. 
quintana chez C. felis après un gorgement artificiel sur nourrisseur à membrane (Kernif et al., 
2014). Une fois contaminées par B. quintana, les puces ont été nourries sur du sang sain et 
analysées en PCR quantitative à trois jours et 13 jours post-infection. En fonction des lots de 
puces, les auteurs ont obtenu entre 52 et 90% de puces contaminées par B. quintana à 3 jours 
post-infection. Au treizième jour, toutes les puces analysées étaient négatives. Les bactéries 
ont été excrétées viables dans les fèces, et leur quantité a diminué du 3ème au 11ème jour de 
suivi. Au 13ème jour, les bactéries ne sont plus détectées ni dans les puces ni dans les fèces. 
Cette étude confirme que B. quintana peut persister dans l’organisme de C. felis et être 
excrétée dans les fèces. C. felis peut donc être considérée comme un vecteur potentiel de 
B. quintana, mais aucune multiplication ne semble avoir lieu chez la puce. Il serait intéressant 
de réaliser un suivi quantitatif quotidien du nombre de bactéries dans les puces, afin de 
déterminer si la diminution du nombre de bactéries observée dans les fèces est corrélée à une 
diminution du nombre de bactéries dans les puces, suggérant une élimination progressive par 
voie fécale. Dans notre étude, les bactéries sont encore détectées au 12ème jour dans les 
déjections et dans les puces, et au 13ème jour dans les puces. Nous n’avons pas obtenu de 
données pour les fèces au 13ème jour, car la quantité de déjections excrétées par les puces 
restantes était trop faible pour être analysée. La quantité de bactéries retrouvées dans les fèces 
a diminué progressivement jusqu’à la fin du suivi, comme pour B. quintana. Cependant, nous 
n’avons pas observé la même évolution dans les puces. En effet, la quantité de bactéries a 
augmenté dans les puces entre les jours 8 et 12 de suivi en fonction des essais, suggérant une 
potentielle dissémination voire une multiplication des bactéries dans des organes extra-
digestifs, comme cela a été montré pour R. felis (Thepparit et al., 2013).  
Bartonella  quintana et B. henselae ont été mises en évidence dans le tube digestif de 
C. felis par IFI ou immunohistochimie respectivement à trois jours et à neuf jours post-
infection (Higgins et al., 1996 ; Kernif et al., 2014). Ces résultats sont en accord avec la 
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détection de ces bactéries dans les fèces pendant au moins 11 jours post-infection, signifiant la 
présence des bactéries dans le tractus digestif. La localisation de B. quintana chez C. felis n’a 
pas été déterminée pour d’autres jours après infection. La technique de microdissection laser 
présentée dans notre travail doit être approfondie et pourrait être appliquée à la détermination 
de la localisation de plusieurs espèces de bartonelles chez C. felis. Il serait notamment 
intéressant d’analyser par PCRq les glandes salivaires après microdissection, afin de 
déterminer si des bartonelles viables peuvent y résider. Cela confirmerait les résultats 
présentés dans notre travail (Article II), montrant que C. felis peut contaminer du sang sain 
avec chacune des 5 espèces de Bartonella spp. étudiées. Cela permettrait de déterminer le rôle 
propre de la salive dans la transmission de Bartonella. En effet, la contamination du sang lors 
du repas peut être due à l’inoculation de salive infectée qui précède l’aspiration du sang, ou 
bien à la régurgitation du contenu digestif contaminé, en raison du blocage du proventricule, 
comme décrit pour les puces infectées par le bacille de la peste (Bacot et Martin, 1914), ou 
comme cela peut exister en conditions naturelles chez des puces non infectées (Cox et al., 
1999). Récemment, Morick et al. (2013) ont mis en évidence l’ADN de Bartonella spp. dans 
les régurgitations digestives de puces X. ramesis contaminées par des bartonelles. Nous 
pourrions également envisager d’inoculer les glandes salivaires à des chats ou des rongeurs 
SPF (pour B. birtlesii et B. tribocorum), comme cela a été effectué avec les glandes salivaires 
d’I. ricinus contaminées par B. henselae (Cotté et al., 2008). Leur inoculation à des chats SPF 
a été suivie d’une bactériémie dans les 7 à 14 jours. 
 
Notre étude de la transmission verticale a montré qu’en conditions expérimentales, il 
n’y a pas de transmission de bartonelles par voie trans-ovarienne chez C. felis. Nos travaux 
confirment donc les résultats de Morick et al. (2011) effectués chez X. ramesis. Toutefois, il 
semblerait qu’une stratégie originale, non trans-ovarienne de transmission à la génération 
suivante de X. ramesis ait été développée par Bartonella sp. OE 1-1, espèce proche de B. 
elizabethae (Morick et al., 2013a). Des œufs de puces ont été mis à évoluer dans un milieu 
nutritif contenant des déjections et des régurgitations digestives de puces contaminées par la 
souche de Bartonella sp. OE 1-1(Morick et al., 2013a). Seize pour cent des puces issues de 
ces œufs étaient contaminées par Bartonella sp. Ainsi les déjections et les régurgitations 
digestives de puces contaminées peuvent être une source d’infection pour les larves de la 
génération suivante qui se nourrissent sur ces substrats (Krasnov, 2008). Des puces 
contaminées par B. henselae ou B. quintana émettent des bactéries dans leurs déjections 
pendant au moins 11 jours (Article III , Kernif et al., 2014), et les bactéries survivent au moins 
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trois jours dans les fèces (Finkelstein et al., 2002). Ainsi, des puces se nourrissant sur un 
animal bactériémique vivant dans un environnement favorable à leur cycle biologique (chat 
vivant en appartement par exemple), pourraient contaminer les larves puis les adultes de la 
génération suivante. Dans ce système, les bactéries persistent dans la population de puces et 
seraient susceptibles de maintenir ainsi une pression infectieuse sur la population hôte- 
mammifère pendant au moins une génération de puces.  
 
 Chez l’hôte mammifère réservoir, l’invasion des érythrocytes et des cellules 
endothéliales leur permet d’échapper à la réponse immunitaire, et leur multiplication dans les 
érythrocytes ne conduit pas à la lyse de ces derniers (Schülein, 2001, Pulliainen et Dehio, 
2012). La persistance des bactéries chez leur hôte peut être de plusieurs années, généralement 
sans signe clinique, (Kordick et Breitschwerdt, 1995; Jacomo et al., 2002). 
 Chez le vecteur, les bactéries persistent dans l’organisme de la puce, sans diminuer la 
survie de cette dernière. Morick et al. (2013b) ont montré que X. ramesis infectée par 
Bartonella  spp. avait la même durée de vie que des puces non infectées. La fécondité et la 
fertilité des puces infectées n’ont également pas été altérées (Morick et al., 2013b). Dans notre 
travail (Article III), les puces C. felis contaminées par B. henselae ont survécu sur le 
nourrisseur artificiel aussi longtemps que les puces témoins (10-12 jours en fonction des 
essais). Des résultats similaires ont été trouvés récemment par Kernif et al. (2014) : la 
contamination de C. felis par B. quintana n’a pas eu d’effet délétère sur la survie des puces.  Il 
est intéressant de noter que C. felis puisse être un des vecteurs de B. quintana suggérant que la 
co-évolution est très ancienne au sein du couple vecteur-bartonelle. En d’autres termes, les 
phénomènes ultérieurs de spéciation (apparition des différentes espèces de poux, de puces ou 
autres arthropodes vecteurs et de bartonelles par exemple) n’auraient pas rompu l’adaptation 
primitive entre les ancêtres des vecteurs et des bartonelles. Ce caractère a été conservé au fil 
du temps et a évolué, définissant alors des binômes épidémiologiquement très efficaces 
comme C. felis et B. henselae (Chomel et al., 1996), Pediculus humanus et B. quintana 
(Maurin et Raoult, 1996) ou Lutzomyia verrucarum et B. bacilliformis (Noguchi et Battistini, 
1926). Une explication envisageable serait le caractère symbiotique des bartonelles pour leurs 
vecteurs (Tsai et al., 2011), qui jusqu’ici n’a pas encore été démontré (Morick et al., 2013a). 
 
Pour persister dans l’organisme de la puce, les bartonelles doivent faire face à des conditions 
défavorables à leur survie. Dans le tube digestif des puces gorgées, elles sont en contact avec 
une grande quantité de sang, donc d’hème dont la dégradation conduit à la formation de 
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radicaux libres à l’origine du stress oxydatif des cellules, qui est létal pour de nombreuses 
bactéries (Graca-Souza et al., 2006). Des protéines fixant l’hème, appelée Heme Binding 
Protein (Hbp) ont été mises en évidence dans l’hémolymphes de tiques. Elles permettraient de 
fixer l’hème et diminuerait sa capacité à induire la peroxydation lipidique (Dansa-Petretski et 
al., 1995 ; Maya-Monteiro et al., 2004). Chez les bartonelles, il existe entre trois et cinq Hbp 
(Minnick et al., 2003). Quatre ont été identifiées chez B. henselae et cinq chez B. quintana 
appelées : HbpA, HbpB, HbpC, HbpD et HbpE. Elles permettraient aux bactéries de se 
protéger de concentrations toxiques d’hème (Roden et al., 2012) et donc de persister chez 
l’hôte mammifère et chez l’arthropode vecteur. Les modalités de régulations des gènes codant 
pour ces Hbp ont été étudiées chez B. quintana (Battisti et al., 2006). Lorsque les bactéries 
sont dans un environnement riche en hème libre, avec une forte concentration en oxygène et 
une faible température (mimant ainsi les conditions trouvées dans l’intestin d’un arthropode 
vecteur), les gènes codant pour les HbpB et C sont surexprimés. Ainsi ces protéines 
pourraient jouer un rôle important dans la survie des bactéries chez leur vecteur. Lorsque les 
bactéries sont dans un environnement proche de celui trouvé chez l’hôte mammifère (faible 
concentration en hème libre, température supérieure ou égalé à 37°C), les gènes codant pour 
les Hbp A, D et E sont surexprimés. Ces protéines semblent nécessaires à la survie des 
bactéries dans la circulation générale de l’hôte mammifère. Chez B. tribocorum, la HbpB 
semble nécessaire pour établir une bactériémie à long terme chez le rat (Saenz et al., 2007). 
Le rôle de ces protéines dans la survie de B. henselae chez C. felis a été étudié (Liu et al., 
2012). Pour cela, des puces C. felis se sont gorgées pendant 48 heures sur un nourrisseur à 
membrane avec du sang contenant des mutants de B. henselae, pour lesquels l’expression des 
gènes codant pour une des quatre Hbp a été diminuée successivement. Les puces ont ensuite 
été nourries pendant 8 jours sur du sang sain. Chez les puces témoins (gorgées sur B. henselae 
non modifiées), l’ADN bactérien a été détecté dans les déjections pendant les 8 jours de suivi 
après inoculation. Chez les puces nourries sur B. henselae mutantes, l’ADN bactérien est 
détecté pendant seulement quatre jours après infection. Ces résultats ont été obtenus pour le 
knockdown successif des quatre Hbp. Ainsi, lorsqu’une des quatre Hbp n’est pas exprimée 
(ou est moins exprimée), les bactéries sont éliminées plus rapidement de l’organisme des 
puces. Ces protéines favorisent donc la persistance de B. henselae chez C. felis. De même, ces 
auteurs ont montré que les Hbp étaient indispensables à l’invasion des cellules endothéliales. 
Le rôle du transporteur membranaire SitABCD à fer et manganèse (impliqué dans lutte contre 
le stress oxydatif) a également été étudié (Liu et al., 2013). Le protocole expérimental de 
l’étude précédente a été utilisé. Ainsi, lorsque des puces C. felis sont nourries sur du sang 
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contenant des B. henselae mutantes (n’exprimant pas ou peu le transporteur membranaire), 
l’ADN bactérien n’est détecté que pendant quatre jours après infection. Ainsi, les capacités de 
maintien de B. henselae chez C. felis sont fortement corrélées à l’expression de gènes 
impliqués dans la lutte contre le stress oxydatif.  
D’un point de vue évolutif, il conviendrait de rechercher si ces gènes existent sous formes 
alléliques différentes d’une espèce de Bartonella spp à l’autre, et suivant le vecteur et l’hôte 
mammifère préférentiels afin de mettre en lumière l’existence ou l’absence d’adaptations 
spécifiques impliquées dans la virulence bactérienne.  
 
La dissémination et la transmission des bartonelles dépendent étroitement du vecteur. Dans le 
cas de B. henselae, nous avons vu que la transmission au sein du réservoir félin se fait par les 
puces (Chomel et al., 1996). Ainsi les modalités de transmission sont également liées au 
comportement des puces dans l’environnement et sur leur hôte. 
Les puces initient rapidement leur repas sanguin après introduction sur leur hôte. Au bout 
d’une heure, la quasi-totalité des puces est gorgée (Cadiergues et al., 2000b, Cadiergues et al., 
2001a). L’émission des déjections est presque instantanée et débute dans les 10 premières 
minutes après l’initiation du repas (Dryden et Rust, 1994). Il a été montré qu’en conditions 
expérimentales, C. felis est contaminée par B. henselae après trois heures de contact avec du 
sang contaminé (Higgins et al., 1996). Il serait intéressant de définir en combien de temps une 
puce se contamine et commence à émettre des bactéries dans ses déjections, par PCRq et 
mises en culture des déjections par exemple. Déterminer à quel moment se fait la transmission 
à l’hôte vertébré est indispensable pour mettre en place des stratégies de contrôle efficaces. 
Dans nos travaux, nous avons vu que B. henselae persiste et est excrétée dans les fèces 
pendant au moins 12 jours, ce qui est supérieur à la durée moyenne de survie de C. felis sur le 
chat (Hinkle et al., 1998). Ainsi lorsqu’une puce contaminée est introduite sur un chat, elle 
émet des déjections contenant des bactéries qui se disséminent sur le pelage de l’animal 
infesté et dans l’environnement, et ce pendant toute sa durée de vie, constituant ainsi une 
source de contamination pour les autres animaux du foyer. Dans notre étude (Franc et al., 
2013), nous avons montré que des transferts de puces sont possibles et rapides entre chats 
vivant en groupe. Lorsque des chats sont infestés par des puces et mis immédiatement en 
contact avec des chats non infestés, le transfert de puces se produit dès la première heure de 
contact. Au bout de 24 heures, 20% des puces sont passées des chats infestés aux chats non 
infestés. Des puces gorgées peuvent se trouver libres dans l’environnement (Dryden et al., 
2011b), et donc être une source de contamination pour un nouvel hôte entrant dans le foyer. 
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Bradburry et Lappin (2010) ont montré que des transferts de puces entre groupes de chats 
pouvaient s’accompagner du transfert de B. henselae de chats bactériémiques à chats SPF. 
Ainsi, lorsque des chats infestés vivent en collectivité, les puces peuvent changer d’hôtes et 
donc transmettre leurs bartonelles d’un individu à l’autre. C. felis étant faiblement spécifique 
(Pung et al., 1994; Ménier et al., 1997; Beaucournu et Ménier, 1998), la contamination peut 
s’étendre à d’autres hôtes du foyer comme l’homme ou le chien. 
 
A l’heure actuelle, la prévention de la transmission de bartonelles est essentiellement basée 
sur la lutte contre les puces. Nous avons exposé les principales molécules utilisables dans la 
lutte contre les puces des carnivores domestiques, et nous avons montré que toutes les 
formulations testées présentaient une bonne activité adulticide. Cependant, une bonne 
protection contre les puces, ne signifie pas une protection contre les pathogènes qu’elles 
peuvent transmettre. En effet, les principes actifs utilisés doivent tuer les puces suffisamment 
rapidement pour qu’aucune transmission ne soit possible. Actuellement, seules les 
formulations à base d’imidaclopride et de moxidectine et d’imidaclopride et de fluméthrine 
ont été testées et ont montré une protection contre la transmission de B. henselae par C. felis 
(Bradburry et Lappin, 2010 ; Lappin et al., 2013). Le protocole présenté par l’Article VIII 
pourrait être utilisé pour la détermination de l’efficacité de différentes formulations contre la 
transmission de B. henselae par C. felis chez le chat.  
 
 
Nos travaux ont permis d’approfondir les connaissances sur le rôle vecteur de C. felis vis-à-
vis de Bartonella spp., et soulignent l’intérêt d’un contrôle efficace contre les puces. Certains 
résultats demandent à être précisés, notamment en ce qui concerne la possibilité de 
transmission horizontale de Bartonella et la localisation de ces bactéries chez C. felis. 
Il serait envisageable d’étendre nos investigations à d’autres espèces de puces, comme C. 
canis ou P. irritans, cette dernière étant en recrudescence notamment dans les élevages ovins 
et porcins. 
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Principe de la microdissection laser utilisant le système ARCTURUS XT 
LCM  
La microdissection laser est une technique qui a pour but d’isoler des cellules ou des groupes 
de cellules à partir d’une coupe histologique, afin d’effectuer des analyses en biologie 
moléculaire (mise en évidence d’ADN, d’ARN ou de protéines) (Going et Lamb, 1996 ; 
Bertheau et al., 1998). Cette technique permet une sélection précise des tissus sans altération 
morphologique ou chimique de l’échantillon. Elle est adaptée à l’isolement de cellules 
uniques ou d’épithéliums, et elle permet de préserver l’intégrité des molécules extraites, en 
particulier les ARN et les ADN. 
 
Principe (Espina et Lance, 2012) : 
La microdissection laser se déroule en trois étapes : la visualisation des cellules d’intérêt par 
microscopie, le transfert d’énergie d’un faisceau laser (Infrarouge (IR) ou Ultra-violet (UV)) à 
un polymère thermosensible qui forme un complexe cellule-polymère, et le retrait de ce 
complexe de la coupe tissulaire (Figure 1). L’Arcturus modèle XT, que nous avons utilisé 
dans nos travaux, associe deux faisceaux laser : un faisceau UV-A pulsé de 355 nm de 
longueur d'ondes et un faisceau IR continu de 810 nm. Le statif de microscope est de type 
Nikon TIE équipé d'objectifs x2, x10, x20, x40. Les lames sur lesquelles sont disposées les 
coupes histologiques sont recouvertes sur toute leur surface d’une fine membrane en 
polyéthylène naphthalate (PEN) (1,36 µm d’épaisseur) qui n’adhère au verre qu’en périphérie. 
La partie centrale de la lame, sur laquelle est déposée l’échantillon, n’adhère pas au support 
en verre. Cette membrane permet un meilleur prélèvement des zones d’intérêt après leur 
découpage, en s’affranchissant de l’adhérence possible du microdisséquat à la lame. Des 
capsules recouvertes d'un polymère thermosensible transparent sont déposées sur la coupe à 
l'intérieur de l'appareil de microdissection (Figure 1). Le faisceau UV, qui est focalisé à 
travers les objectifs (x10, x20 ou x40), réalise un pré-découpage de la région ciblée en brûlant 
le tissu périphérique, et un découpage de la membrane de la lame PEN. Le faisceau IR 
traverse ensuite la capsule et fait fondre le polymère thermosensible qui vient adhérer aux 
zones découpées (Figure 1). Lorsque toutes les cellules sélectionnées ont été capturées, la 
capsule est soulevée de l'échantillon, emportant avec elle les cellules d'intérêt, alors que les 
tissus environnants restent sur la lame. La précision de la sélection est de l’ordre du micron 
(Emmert-Buck et al., 1996). Les capsules font ensuite office de bouchons de tubes Eppendorf 
de 500 µl contenant ici un tampon de lyse, permettant de solubiliser les tissus prélevés, et 
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d’initier la première étape de l’extraction d’ADN génomique. Les capsules peuvent être 
stockées à - 20°C en attendant d’être analysées.  
 
 
 
 
Figure 1.  Système de microdissection laser (d’après Legrès et al., 2010). 
a. La capsule recouverte d’un film thermosensible est posée au contact de la coupe histologique. 
b. Le laser IR fait  fondre la membrane de la capsule qui vient ainsi adhérer à la zone d’intérêt, 
prédécoupée par le rayon UV. Lorsque la capsule est retirée, les zones sélectionnées sont 
prélevées. Il n’y a pas de contamination des prélèvements avec les tissus environnants qui 
restent sur la lame. 
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Microdissection laser appliquée aux prélèvements d’organes chez C. felis  
 
Figure 2. Microdissection laser du contenu digestif de C. felis (Photographies originales). 
Coupe histologique de l’abdomen d’une puce C. felis femelle gorgée (Coloration à l’hémalun, 
grossissement d’origine x400) avant microdissection (A) et après microdissection (B). Le 
laser coupe la membrane thermosensible et le tissu le long de la région délimitée par le tracé 
bleu. La zone tissulaire sélectionnée adhère ensuite à la membrane de la capsule permettant 
son prélèvement. 
 
Figure 3. Microdissection laser de l’ampoule rectale de C. felis (Photographies originales). 
Coupe histologique de l’ampoule rectale contenant du sang digéré (fèces prêt à être excrété) 
d’une puce C. felis femelle (Coloration à l’hémalun, grossissement d’origine x400) avant 
microdissection (A) et après microdissection (B). 
 
5= Proventricule, 6= Intestin moyen, 6a= Cellules épithéliales, 6b= sang digéré, 7= Intestin postérieur, 8= 
Glande rectale, 9= Ampoule rectale, 10= Ovarioles. 
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Abstract 
 
 
Ctenocephalides felis is a cosmopolitan flea species mainly parasitizing pets, transmitting 
several pathogens of veterinary and zoonotic importance including the facultative intracellular 
bacteria of the genus Bartonella. The vector competence of this flea was investigated for B. 
henselae, B. quintana, B. clarridgeiae, B. tribocorum and B. birtlesii, using an artificial 
feeding system. In these experimental conditions, these bartonellae proved to persist for three 
days, in a first study, while B. henselae persisted for the 13 days of its life span, in a second 
study. All five bartonellae were excreted in the flea’s faeces. On the whole, these five species 
were not transmitted transovarially in the fleas, though horizontal transmission was suggested. 
Furthermore, we propose an original protocol allowing the evaluation of the efficacy of 
ectoparasiticidal products against Bartonella spp. infection in cats. 
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